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Riassunto 
Scopo della tesi: valutazione degli effetti clinici della somministrazione di midazolam, sufentanil e midazolam-
sufentanil nel gabbiano reale (Larus michahellis) con lo scopo di raggiungere una sedazione ottimale da poter 
utilizzare nelle specie aviarie selvatiche. 
Materiali e metodi: Il progetto di studio, è stato condotto presso il centro di recupero per la fauna selvatica 
CRUMA (Centro di Recupero Uccelli Marini e Acquatici) gestito dalla Lipu. 
Sono stati coinvolti 36 pazienti aviari (suddivisi in 6 gruppi) appartenenti alla specie di Larus michahellis 
(Gabbiano reale mediterraneo) sani e senza alterazioni anatomiche e fisiologiche, sottoposti a procedure 
diagnostiche e successivamente liberati. Lo studio è stato effettuato in doppio cieco utilizzando 6 diversi 
protocolli di seguito descritti: protocollo A: midazolam (1 mg/kg); protocollo B: combinazione di midazolam 
(1 mg/kg) e sufentanil (20 µg/kg); protocollo C: sufentanil (20 µg/kg); protocollo D: sufentanil (100 µg/kg); 
protocollo E: combinazione di midazolam (2 mg/kg) e sufentanil (100 µg/kg): protocollo F: midazolam (2 
mg/kg). Gli effetti sedativi dei protocolli sono stati registrati al tempo T0 (prima della somministrazione dei 
farmaci) e successivamente ogni 5 minuti, assegnando ad 11 parametri qualitativi un valore all’interno del 
range di 0 e 2 (rispettivamente minimo e massimo effetto); la somma di tutti i punteggi è stata registrata 
come punteggio totale di sedazione (0-22). Durante la procedura sono anche stati registrati i valori di 
frequenza cardiaca (FC) e respiratoria (FR) a T0 e ogni 5 minuti.  
Risultati: I gruppi E e B hanno mostrato gli effetti sedativi maggiori. I gruppi C e D non hanno mostrato segni 
di sedazione se non minimi nel gruppo D. I gruppi A e F hanno mostrato effetti di sedazione variabili. I soggetti 
dei gruppi C e D hanno presentato una marcata polipnea e aumento della frequenza cardiaca. I gruppi A e F 
hanno presentato diminuzione di FC e FR. Nessun protocollo ha determinato problemi significativi nei soggetti 
in esame. 
Conclusioni: Tutti i protocolli hanno prodotto un certo grado di sedazione ad eccezione dei protocolli che 
prevedevano l’utilizzo del sufentanil come unico farmaco, Questo studio ha dimostrato che la sedazione più 
efficacie è stata ottenuta dalla somministrazione combinata di midazolam al dosaggio di 2 mg/kg e sufentanil 
al dosaggio di 100 µg/kg. 
Parole chiave: midazolam, sufentanil, gabbiano reale, sedazione. 
 
Abstract 
Aim of the study: evaluation of the clinical effects of administration of midazolam, sufentanil and Midazolam-
sufentanil in the herring gull (Larus michahellis) with the aim of achieving an optimal methodology which can 
be used in wild avian species sedation. 
Materials and Methods: 36 herring gull that underwent sedation for diagnostic procedures were enrolled for 
this double-blind study. Six different protocols described below were compared: Protocol A: midazolam (1 
mg/kg), Protocol B: combination of midazolam (1 mg/kg) and sufentanil (20 µg/kg), Protocol C: sufentanil (20 
µg/kg), Protocol D: sufentanil (100 µg/kg), Protocol E: combination of midazolam (2 mg /kg) and sufentanil 
(100 µg/kg), Protocol F: midazolam (2 mg/kg). 
The sedative effects of the protocols were recorded at T0 (before drug administration) and then every five 
minutes, a value between 0 and 2 (respectively the minimum and maximum effect) have been assigned to all 
of the 11 quality parameters; the sum of all values has been calculated as sedation total score (0-22).  
The values of heart rate (HR) and respiratory rate (RR) has been recorded at T0 and every five minutes during 
the procedure. 
Results: Groups E and B showed the most important sedative effects. Groups C and D did not show sedative 
effects. Groups A and F sowed variable sedative effects. Animals in groups C and D had the highest HR and 
RR. Animals of groups A and F had the lowest HR and RR. No severe side effects were detected during the 
study. 
Conclusions: all the protocols produced a certain degree of sedation with the exception of protocols where 
the sufentanil was the only drug employed. 
This study showed that the most effective sedation was achieved with a combination of midazolam at a dose 
of 2 mg/kg and sufentanil dosage of 100 mg/kg.  
Keywords: midazolam, sufentanil, herring gull, sedation. 
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INTRODUZIONE  
 
L’attuale concezione di “animali da compagnia” e “animali non convenzionali” divide 
nettamente l’idea di come questi soggetti debbano essere gestiti, approcciati e curati. 
Benché gli animali definiti come PET non sono più considerati solo come animali ma come 
veri e propri elementi della famiglia, lo stesso non può essere detto per gli animali 
selvatici. 
Questo è un punto fondamentale per l’approccio ad ogni animale come paziente, ovvero 
non va considerato solo come soggetto appartenente a qualcuno ma come soggetto 
degno di vivere una vita sana, libera dallo stress e dalle convenzioni sociali apportate 
dall’uomo. 
Per questo motivo occorre preservare dal dolore, dal malessere e dal ricordo degli stessi, 
i soggetti che devono essere sottoposti a chirurgie e manipolazioni, spesso difficili. 
L’anestesia sì presuppone proprio questo obbiettivo, indipendentemente dal paziente a 
cui è destinata. 
La gestione degli animali da compagnia ha permesso di effettuare molti studi sui vari 
farmaci destinati ad ottenere un’ottima anestesia, principalmente basandosi su interventi 
effettuati sul cane e gatto. 
Il mondo degli animali da compagnia si è ampliato anche a soggetti meno comuni come i 
volatili, anche se sono pazienti completamente diversi dall’abituale clientela di una clinica 
veterinaria, sia dal punto di vista anatomico-fisiologico che comportamentale. 
Non è facile quindi poter applicare le stesse tipologie di farmaci e le stesse tecniche di 
approccio al paziente basandosi solo sulle conoscenze dei mammiferi più comuni. 
Inoltre è importante ricordare che i volatili definiti da compagnia hanno un legame con 
l’essere umano diverso dai volatili selvatici, i quali presentano una soglia di stressabilità 
molto bassa in quanto non antropizzati. 
La specie canina presenta molte diversità di razza, ancora meno ne presenta la specie 
felina, ma all’interno della classe degli uccelli esistono moltissime specie (un numero che 
oscilla tra 9.000 e 10.500 [1]) ognuna delle quali presenta differenze anatomo-fisiologiche 
che devono essere note al veterinario per gestire il paziente. 
L’anestesia delle specie aviarie si è evoluta passando da vari step, inizialmente veniva 
effettuata soltanto l’anestesia di tipo gassoso con evidenti problematiche nella gestione 
del dolore e del periodo post chirurgico, un secondo step prevedeva l’utilizzo di oppioidi 
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come il butorfanolo come analgesico accompagnato da tranquillanti minori come il 
midazolam, sempre sorpassando una reale fase di premedicazione. 
Negli ultimi anni grazie alle migliori strumentazioni utili per i monitoraggi, all’utilizzo di 
nuovi farmaci e agli studi sperimentali effettuati sulle specie aviarie, l’anestesia in queste 
specie si è rivelata più sicura e con meno rischi. 
È importante però considerare che spesso i protocolli anestesiologici vengono utilizzati su 
individui non sempre in ottima salute e per questo i risultati possono essere alterati e non 
precisi. 
Lo scopo di questo lavoro è stato quello di identificare un nuovo protocollo di sedazione 
che permettesse di facilitare la gestione di un paziente di tipo aviare selvatico 
permettendo contemporaneamente di diminuire il dolore del soggetto e abbassare al 
minimo lo stress. 
In questo modo anche i soggetti più difficili da gestire possono essere manipolati 
facilmente, permettendo al veterinario di svolgere le operazioni necessarie e nel caso 
poter introdurre il soggetto ad una terapia chirurgica senza bypassare la fase 
fondamentale della premedicazione.  
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1 IL GABBIANO REALE 
 
1.1 INTRODUZIONE 
Prima di esporre il lavoro realizzato è opportuno inquadrare con più precisione le 
caratteristiche anatomo-funzionali delle specie aviarie in generale, nonché le 
caratteristiche di specie del “Gabbiano reale mediterraneo”, protagonista di questo 
lavoro, delle città portuali come Livorno e del CRUMA (Centro Recupero Uccelli Marini ed 
Acquatici) gestito dalla Lipu, ente cardine per questo studio e per la gestione di questa 
specie sul territorio. 
 
1.2 TASSONOMIA 
Il Gabbiano reale zampegialle (in inglese “Yellow-legged Gull”) o Gabbiano reale 
mediterraneo (Larus michahellis, J.F. Naumann, 1840) è un volatile dell'ordine dei 
Charadriiformi, appartenente alla famiglia Laridae molto comune sul territorio italiano. 
È la specie vicariante del Gabbiano reale nordico Larus argentatus nel bacino del 
Mediterraneo e nel medio Atlantico, dal quale è stato recentemente distinto insieme 
al Gabbiano del Caspio o Gabbiano reale pontico (Larus cachinnans). 
La separazione come specie del Gabbiano reale “mediterraneo” dal Gabbiano reale 
nordico e dal Gabbiano del Caspio è stata dimostrata grazie agli studi genetici, 
permettendo di individuare così due sottospecie:  
Larus michahellis michahellis (Naumann, 1840) principalmente localizzato in Europa 
Occidentale e meridionale, Africa nord-occidentale e coste del Mediterraneo. 
Larus michahellis atlantis (Dwight, 1922) principalmente localizzato 
nelle Azzorre, Madera e Canarie [2]. 
Precedentemente agli ultimi lavori ornitologici [3], si identificava soltanto una specie 
(gruppo “Larus argentatus”), dalla quale sono state poi distinte per morfologia e genetica 
due specie (L. armenicus e L.cachinnans) che un tempo venivano distinte solo a livello 
sottospecifico e ricomprese nella stessa forma. 
recenti acquisizioni, consequenziali agli studi genetici effettuati sul gruppo iniziale di 
origine, hanno permesso l’identificazione di tre specie distinte con il nome di Larus 
michahellis (ripristinando il nome latino di Naumann 1840) per la specie nidificante in 
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Italia (Gabbiano reale), mentre con il nome di Larus cachinnans viene indicata la specie 
simile (Gabbiano pontico) che si riproduce in un areale che va dalla Germania meridionale 
e Polonia all’Asia centrale, e con il nome Larus Argentatus il Gabbiano nordico (localizzato 
principalmente sulle coste bagnate dal Mar Baltico) [4]. 
Gli uccelli che invece stanziano in Portogallo e nella costa atlantica della Galizia (regione 
del nord-ovest della Spagna) e che da qui si diffondono verso nord, sono da alcuni 
considerati una quarta sottospecie, di nome L. lusitanius. 
Le prime due specie (L.michahellis e L.cachinnans) nidificano da tempo a stretto contatto 
lungo le coste del Mar Nero in Romania, apparentemente senza ibridarsi, mentre casi di 
ibridazione sono noti presso colonie che ospitano piccole popolazioni di entrambe le 
specie recentemente immigrate nel sud della Polonia [4]. 
 
1.3 MORFOLOGIA  
Il Gabbiano reale mediterraneo è un uccello di grosse dimensioni e dalla corporatura 
massiccia; ha una lunghezza di 52–65 cm e un'apertura alare di 128–150 cm, un peso di 
1010-1390 grammi nel maschio e di 810-1080 grammi nella femmina. 
Il maschio e la femmina adulti hanno una livrea praticamente identica con corpo e testa 
bianchi, dorso e ali grigio chiaro ed estremità delle ali nera con alcune macchie bianche.  
Attorno all'occhio è presente un sottile anello rosso, possiede un becco massiccio, giallo, 
con un macchia rossa nella parte bassa del becco, in prossimità della punta, che serve da 
riferimento ai pulcini per chiedere il cibo agli adulti [5]. 
A causa della livrea simile, si può confondere con il gabbiano reale nordico (Larus 
argentatus), con il quale convive in alcune zone riproduttive, e con il gabbiano del Caspio 
(Larus cachinnans).  
Il gabbiano zampe gialle tuttavia è caratterizzato da una livrea chiara e risulta più leggero 
del gabbiano reale nordico. 
Depongono solitamente 2-4 uova, con una colorazione criptica (di colore verdastro o 
bruno chiaro e macchiate di marrone scuro) ed un volume circa doppio rispetto ad un 
uovo di gallina, che vengono incubate per 25-27 giorni. 
I piccoli sono semi-precoci, pertanto alla nascita sono già coperti di piumino e si 
disperdono attorno al nido subito dopo la schiusa, ma già a 40 giorni di età sono in grado 
di volare [6].  
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I giovani hanno una colorazione di base bianca ma fittamente e pesantemente macchiata 
di marrone con zampe scure e becco perlopiù marrone-nerastro; con il trascorrere del 
tempo (al quarto inverno) il piumaggio va ad assumere l’aspetto definitivo dell’adulto [5]. 
Una volta emancipati dai genitori, si disperdono in gran parte verso latitudini più 
settentrionali, per tornare alle colonie di origine una volta in grado di riprodursi (circa a 
3-5 anni dalla nascita).  
La durata media della vita di un adulto è di 10-15 anni, la sopravvivenza degli adulti è del 
90% e del 70-80% nei giovani di un anno [6]. 
 
1.4 ECOLOGIA 
Le popolazioni possono presentare un comportamento dispersivo o sedentario, ma alla 
fine del periodo riproduttivo generalmente le colonie migrano verso le aree di 
svernamento (da luglio a novembre) e ritornando nei luoghi di partenza nel periodo che 
va da metà febbraio a metà giugno [2].  
Larus michahellis è una specie gregaria durante tutto l'anno, anche nel periodo 
riproduttivo quando si raggruppa in colonie.  
È una delle specie più facili da osservare in quanto nidifica a terra su barene, isolotti e 
anche su manufatti, in particolare sui tetti in città. 
Le varie specie da metà marzo ad aprile, anche se l'esatta tempistica varia 
geograficamente, nidificano formando colonie molto grandi, fino a 8.000 coppie, e 
possono nidificare in clan o gruppi monospecifici all'interno di colonie composte da specie 
diverse.  
Al di fuori della stagione riproduttiva ogni specie rimane gregaria formando colonie che 
affluiscono intorno ai porti e alle discariche [2].  
Costruiscono un nido costituito da un ammasso disordinato di vegetali prelevati dalla 
vicina vegetazione, accumulando anche piume, detriti e vecchie carcasse, poste su una 
superficie piana (solitamente sulle scogliere) o preferibilmente sotto o in vicinanza di 
cespugli.   
L’habitat di nidificazione e accrescimento dei nidiacei durante la stagione riproduttiva è 
rappresentato principalmente da laghi circondati da canneti, pascoli, acquitrini e paludi 
costiere salmastre, sulle rive o isole fluviali, su terreni erbosi o arbustivi. 
Possono formare anche colonie su scogliere erbose o isole arbustive fluviali, 
occasionalmente su coste rocciose centinaia di metri dal terreno o dall’acqua, isole 
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rocciose e sabbiose al largo, spiagge o dune di sabbia, lingue di terra, e saline, spostandosi 
poi per nutrire i piccoli in zone meno aride. 
Nelle specie che formano grandi coloniale di gruppi monospecifici o con diverse specie, le 
coppie di solito nidificano a pochi metri di distanza l’una dall’altra, in questo modo i nidi 
più centrali subiranno meno attacchi dai predatori rispetto quelli alla periferia della 
colonia [2]. 
Negli ultimi anni i gabbiani reali zampegialle, i gabbiani reali nordici e gli zafferano hanno 
cominciato a nidificare nei centri abitati.  
Benché generalmente si nutrano pescando lungo la costa (ad esempio presso porti e città 
marittime) e in altri habitat marini (anche se raramente lontano da terra), sono onnivori 
e durante la stagione riproduttiva e di accrescimento dei piccoli si alimentano anche nei 
campi coltivati e lungo i fiumi, ed è particolarmente comune avvistarli nelle discariche.  
La dieta consiste di pesci, invertebrati (compresi gli insetti, molluschi e granchi), rettili, 
piccoli mammiferi (ad esempio, le arvicole e scoiattoli di terra), rifiuti, frattaglie e scarti 
dell’alimentazione umana [2]. 
Il gabbiano reale zampegialle, nonostante non abbia le caratteristiche di un predatore, 
mangia anche uova e nidiacei (ad esempio di Procellariidae) di altri uccelli, o anche uccelli 
adulti catturandoli in volo (come colombo di città (Columba livia forma domestica) e di 
Rondone (Apus apus)). 
È un buon volatore e sfrutta la sua abilità per depredare altre specie di uccelli, compresi i 
suoi conspecifici, costringendoli a cedergli il cibo (comportamento definito come 
“cleptoparassitismo”) [2, 5]. 
Da qualche decennio Lo si osserva anche nei centri urbani, che frequenta principalmente 
per le fonti di alimento (in particolare immondizie e discariche), prelevano i rifiuti anche 
dai cassonetti dell'immondizia. 
È questo il motivo del loro successo riproduttivo; in città, infatti, trovano luoghi ideali per 
nidificare, grandi quantità di cibo e assenza di predatori [5].  
 
1.5 MINACCE E SINANTROPISMO 
In Italia il Gabbiano reale può essere considerato una specie “problematica emergente”, 
sebbene altrove il “problema gabbiani” non è recente: nel 1939 in Olanda e nel 1950 negli 
Stati Uniti venivano intrapresi programmi per ridurre le popolazioni del Gabbiano reale ad 
un livello tale da non provocare interferenze con le attività umane [6]. 
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Dal punto di vista socio-sanitario, l’avvicinamento del gabbiano reale ai centri urbani ha 
determinato nuove problematiche sia per i volatili che per l’uomo, creando una minaccia 
per la biodiversità faunistica e vegetale di altre specie, contemporaneamente difficoltà 
nella gestione sanitaria delle colonie cittadine (soprattutto per le zoonosi come le micosi) 
e la gestione dell’impatto economico per il prelievo di pesci di interesse commerciale con 
una certa continuità alle attività di itticoltura [7]. 
Sono sempre più comuni i casi di intossicazione ed avvelenamento dei gabbiani in quanto 
questa specie è vulnerabile all'inquinamento da idrocarburi, e le aree di pesca dove il 
gabbiano si nutre comportano spesso la morte di molti esemplari, uccisi dai 
palangari (linee di pesca) nel Mar Mediterraneo e Macaronesia. 
Benché sia una specie ad alta adattabilità, soffre il depauperamento dei propri habitat e 
lo stress causato del turismo nei siti di riproduzione nel Mediterraneo spagnolo (molte 
colonie sono regolarmente derubate di uova da parte delle comunità locali) [2].  
Essendo anche una specie territoriale ed aggressiva, è stata anche perseguitata in passato 
(gli adulti sono stati uccisi e i nidi distrutti) a causa della sua predazione sul Gabbiano 
corallino Larus melanocephalus, e dell’uccello delle tempeste fregata 
(Pelagodroma marina), molti esemplari vennero abbattuti anche nel 
Mediterraneo spagnolo per proteggere il Larus audouinii di Audouin [2]. 
Attualmente l’abbattimento del gabbiano avviene ancora nelle regioni del Mediterraneo, 
utilizzando trappole, armi da fuoco, veleni e narcotici, ottenendo un inefficace 
diminuzione della dimensione della colonia di riproduzione (principalmente si evidenzia 
la diminuzione del numero di esemplari a causa dell'emigrazione, piuttosto che per 
la reale diminuzione della popolazione).  
Curiosamente il gabbiano reale è anche la specie selvatica cacciata in Ucraina per sport 
[2]. 
Oltre a queste problematiche maggiori, I problemi più comuni rilevati dai cittadini delle 
città italiane ed europee più colpite sono legati all’aggressività della specie, al 
danneggiamento dei luoghi di nidificazione (tetti e terrazzi delle abitazioni) e il pericolo 
legato ai rischi per la sicurezza dei voli aerei. 
Un approccio finalizzato alla conservazione della natura (ovvero attraverso la “filosofia” 
della LIPU), analogamente all’approccio seguito dagli altri partner Europei di BirdLife 
International, utilizza alcune misure di gestione rivolte anche alla prevenzione della 
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nidificazione del Gabbiano reale nei siti dove tale presenza pone un rischio concreto alla 
sicurezza pubblica.  
Tali misure devono necessariamente avere carattere né letale né cruento.  
L’azione più efficace riguarda il contenimento della disponibilità di cibo presso strade e 
discariche, oltre alla riduzione dei siti di nidificazione disponibili, per mezzo 
dell’installazione di barriere fisiche, da posizionare prima dell’inizio della riproduzione.  
Secondo il parere dell’ente L.I.P.U. (Lega Italiana Protezione Uccelli), le tecniche più 
opportune da utilizzare per limitare gli eventuali inconvenienti causati dal Gabbiano reale 
sono pertanto le modifiche ambientali, l’esclusione e la dissuasione (“scaring”). 
L’abbondanza di una specie quale il Gabbiano reale può essere assunta quale indicatore 
del livello di consumismo delle nostre società, e ci permette di valutare indirettamente 
quale sia l’impronta ecologica complessiva [6]. 
 
1.6 DISTRIBUZIONE E HABITAT 
Il Gabbiano reale zampegialle manca in Oceania ed è diffuso in quasi tutto il resto del 
mondo, anche se gli esemplari presenti nelle Americhe sono pochi. 
La maggior parte delle colonie sono localizzate in Europa, Medio Oriente e Nord Africa, 
soprattutto in gran parte dell'Europa del sud, sulle coste del Mediterraneo, del Mar Nero 
e del Mar Caspio, sulla Azzorre e di Madera, in Portogallo, e le Isole Canarie. 
In alcuni Paesi come la Francia si è verificato un forte incremento, soprattutto negli anni 
’70-’80 del secolo scorso. 
Le aree di svernamento includono la costa del sud-ovest asiatico, la maggior parte della 
costa europea fino alla Danimarca e la costa dell'Africa dal Sahara Occidentale attraverso 
il Mediterraneo orientale [2]. 
 
1.7 HABITAT ITALIANI  
Nel nostro Paese le popolazioni sono in parte sedentarie, ma dal termine del periodo 
riproduttivo sino all’inizio dell’inverno si assiste a fenomeni di dispersione di entità 
variabile e alla comparsa di individui svernanti, provenienti da altri Paesi del nord Europa. 
La stima della popolazione nidificante in Italia, che era di 24.000-27.000 coppie all’epoca 
del Progetto Atlante Italiano del 1983-86 [8], oggi è di 40.000-50.000 coppie (BirdLife 
International, 2004 [2]).   
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I dati più aggiornati parlano di una popolazione stimata in 45.000-60.000 coppie, con 
trend in incremento ed espansione territoriale con colonizzazione di nuovo habitat, 
fluttuazione o decremento locale. 
La distribuzione delle colonie interessa le valli e le lagune dell’alto Adriatico, e qualche 
decina di coppie nidifica anche presso il Lago di Garda, il Lago di Como ed il Lago d’Iseo, 
oltre che sul Po tra le province di Pavia e Alessandria.  
Nidifica in alcune località della Liguria, mentre in Toscana occupa tutte le isole 
dell’arcipelago ed alcuni siti costieri, e nel 1983 vennero stimate 8160 coppie nidificanti, 
pari al 25% della popolazione italiana, mentre attualmente la consistenza è quasi 
raddoppiata e pare essersi attestata a 15.000-16.000 coppie.  
L’areale italiano si completa con le coste laziali e le isole pontine, le coste campane fino al 
Cilento e Ischia, la costa di Maratea, le coste garganiche, la Sicilia comprese le isole minori, 
le coste della Sardegna [6]. 
Presente tutto l’anno, fa registrare movimenti su medie e lunghe distanze che si verificano 
in modo evidente fra Giugno e Ottobre.  
Si tratta in prevalenza di soggetti immaturi, con i giovani che si disperdono a distanze 
maggiori soprattutto nel mese di agosto.  
Gli individui appartenenti alle popolazioni dell’alto Adriatico hanno destinazioni riferibili 
all’Europa settentrionale e soprattutto a Germania, Polonia e Scandinavia.  
Questi movimenti sarebbero causati soprattutto dalla crisi di produttività primaria che 
caratterizza nei mesi estivi gli strati superficiali delle acque del Mediterraneo e sarebbero 
tesi a limitare la competizione tra classi di età.  
La fenologia nell’Italia nord-orientale è analoga a quella riscontrata in Toscana e Liguria, 
ove le dispersioni fuori regione mostrano una marcata stagionalità, con un forte 
incremento delle osservazioni al termine del periodo riproduttivo, mentre è 
relativamente basso il numero di soggetti che sverna fuori regione [7]. 
Soltanto in toscana, dove la popolazione è passata da 6 -7000 coppie (stimate intorno alla 
metà degli anni ’80) a circa 16000 coppie nel 2004, il numero degli individui censiti è più 
che raddoppiato. 
Proprio in concomitanza di questo fenomeno di accrescimento della popolazione sono 
avvenuti i primi insediamenti in ambiente urbano, e le prime città interessate sono state 
quelle marittime (prime in toscana Livorno e Piombino). 
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Lo studio condotto nel 2006 sulla popolazione del Gabbiano reale nella città di Livorno 
[9], ha permesso di evidenziare la reale dimensione della popolazione e la localizzazione 
dell’ambiente di nidificazione grazie anche a i dati integrati con informazioni relative al 
ritrovamento di nidiacei, fornite dal Centro Recupero Uccelli Marini ed Acquatici 
(C.R.U.M.A.) della L.I.P.U. di Livorno. 
Le maggiori densità dei siti di nidificazione è stata evidenziata nei quartieri del centro, i 
nidi si trovano maggiormente su edifici con il tetto a tegole, in maniera minore su tetti a 
terrazza e in torrette o passerelle. 
Sono stati osservati da un minimo di 1 ad un massimo di 3 pulli con una media complessiva 
per nido di 2,39 pulli. 
È evidente l’ampia colonizzazione dell’area urbana della città di Livorno rispetto alle stime 
fornite dalle precedenti indagini riferibili ad altre città italiane come Roma e Trieste [10, 
11, 12], non è da escludere una moderata tendenza all’aumento del numero delle coppie 
nidificanti proprio in città.  
La tipologia dei siti riproduttivi sembra essere meno eterogenea, interessando 
principalmente edifici ad uso abitativo con tetti a terrazza e a tegola, con nidi posizionati 
nell’incavo tra una tegola e l’altra solitamente nella parte più alta del tetto, costituito da 
una coppetta di materiale vegetale prevalentemente secco.  
Inoltre i tetti a tegola sono nettamente prevalenti nei settori dove alcuni tipi di risorse 
alimentari possono essere maggiormente fruibili come quelli del centro (soprattutto scarti 
della pesca e rifiuti). 
La maggior densità delle colonie nei quartieri del centro può inoltre far supporre che la 
popolazione sia ancora in aumento in quanto i Gabbiani presentano una forte fedeltà ai 
siti riproduttivi. 
Questo pare quindi in accordo con altri studi che dimostrano che, se i gabbiani non sono 
disturbati nelle fasi d’insediamento, le coppie tornano a nidificare nello stesso sito anche 
negli anni successivi [13]. 
Altri studi hanno riscontrato un’espansione delle colonie verso la periferia o verso zone 
industriali solo dopo qualche decennio dalla colonizzazione dell’area, come riscontrato 
nelle Isole Britanniche.  
La creazione di una mappa aggiornata delle colonie nidificanti può rappresentare un utile 
strumento per un costante monitoraggio volto a comprendere le modalità di utilizzo dello 
spazio cittadino anche in relazione alle risorse alimentari disponibili. 
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La conoscenza delle aree maggiormente interessate dalla nidificazione di questi gabbiani 
può essere utile alla risoluzione di eventuali problematiche che fino ad oggi sembrano 
interessare marginalmente la città di Livorno [9, 10, 11, 12, 13]. 
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2 PARTICOLARITA’ ANATOMICHE E FISIOLOGIOCHE 
 
2.1 APPARATO LOCOMOTORE 
La struttura anatomica scheletrica e muscolare presenta un elevato grado di 
specializzazione per il volo nella maggior parte delle specie, soltanto alcune hanno perso 
la capacità di volare in quanto l’habitat o l’evoluzione li ha portati a modificare 
nuovamente le condizioni anatomiche. 
Per rispettare le leggi della dinamica la struttura anatomica si è uniformata determinando 
una mole corporea minima e leggera, riducendo le differenze morfologiche. 
Alcuni ordini come gli Struzioniformi, Casuariiformi, Sphenisciformes, Galliformi e 
Apterigiformi presentano una mole maggiore, impossibilità di volare per uno sviluppo 
minore degli arti anteriori, un cranio di dimensioni più piccole e un numero di dita diverso, 
portando questi ordini vengono considerati anello di congiunzione tra la classe dei rettili 
e quella degli uccelli [14]. 
L’apparato locomotore viene scolasticamente suddiviso in sistema scheletrico e sistema 
muscolare. 
Il sistema scheletrico è suddiviso in scheletro assile costituito da cranio, colonna 
vertebrale, coste e sterno, e scheletro appendicolare costituito dagli arti anteriori e arti 
posteriori. 
Lo scheletro appendicolare permette due tipi di movimento tra loro indipendenti, il volo 
e la progressione sulla terra ferma. 
Lo scheletro dei volatili ha una elevata robustezza, rigidità e leggerezza, presenta un 
numero minore di ossa rispetto ai mammiferi in quanto sono presenti molte sinostosi 
fisiologiche (fusione tra due o più ossa) come per esempio il notarium, il sinsacro, il 
pigostilo, il carpo-metacarpo e il tarso-metatarso. 
Molte ossa sono pneumatiche, ovvero contengono spazi vuoti occupati da diverticoli dei 
sacchi aerei che vi penetrano e permettono l’entrata di aria determinando una 
diminuzione del peso di tutto l’organismo. 
Tali ossa sono leggere e prive di midollo osseo e questa caratteristica non consente 
l'ematopoiesi (la produzione delle cellule del sangue), funzione che viene riservata al 
fegato, alla milza e alle ossa non pneumatiche. 
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Questa peculiare caratteristica permette uno scambio di gas anche attraverso le ossa, per 
esempio nel caso di fratture esposte, particolarità che deve essere tenuta in 
considerazione nel caso di una anestesia gassosa. 
È fondamentale quindi ricordare che la gestione dei volatili in anestesia è resa ancora più 
difficile dalla mancanza del diaframma, e lo spostamento dei gas all’interno delle vie aeree 
è garantito dai movimenti dello sterno in senso craniale durante gli atti respiratori grazie 
all’articolazione tramite ginglimi con il coracoide [14, 15]. 
Il sistema muscolare si presenta altamente modificato in rapporto al volo ed è 
caratterizzato da una marcata riduzione delle masse muscolari della regione dorsale, e da 
un forte sviluppo dei muscoli pettorali e, soprattutto in alcune specie, di quelli della coscia 
[15]. 
 
2.2 SISTEMA CARDIO-CIRCOLATORIO 
La circolazione doppia e completa, come la circolazione dei mammiferi, permette di avere 
una separazione tra sangue arterioso e venoso nonché una distinzione in una grande 
circolazione ed una piccola circolazione. 
La percentuale del peso del cuore rispetto al resto del corpo varia da specie a specie, 
corrispondente allo 0,75 % nel pollo mentre al 20 % nel colibrì, raggiungendo una 
frequenza cardiaca che varia dai 200 ai 400 battiti per minuto in proporzione alle 
dimensioni corporee (fino a 1000 nel colibrì). 
Il cuore presenta due atri e due ventricoli separati, sono innervati dal simpatico e 
parasimpatico (noradrenalina e adrenalina sono i principali simpatico-neurotrasmettitori, 
l’acetilcolina è il principale parasimpatico-neurotrasmettitore) ed hanno una grande forza 
e velocità contratile che garantisce una elevata pressione sanguigna e frequenza cardiaca, 
poco contrastata grazie alle basse resistenze periferiche.  
I vasi arteriosi sono molto più rigidi rispetto a quelli dei mammiferi, questo per mantenere 
le pressioni elevate di cui l’organismo necessita, ma predispone i vasi stessi alla rottura 
(soprattutto se stressati) ottenendo così rotture aortiche, insufficienza cardiaca ed 
emorragie. 
Eccitazione e manipolazione possono aumentare la concentrazione di norepinefrina ed 
epinefrina, soprattutto quest'ultima, questo ha una importanza significativa per la 
gestione anestesiologica degli uccelli perché gli anestetici inalatori, soprattutto l’Alotano, 
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possono sensibilizzare il miocardio alle catecolamine (soprattutto adrenalina) 
determinando aritmie cardiache indotte dalle catecolamine stesse.  
Ipossia, ipercapnia, e gli anestetici (a seconda del tipo e dose), possono deprimere la 
funzione cardiovascolare determinando situazioni critiche per la vita del volatile. 
Una anastomosi presente tra la vena giugulare destra e sinistra permette il deflusso di 
sangue dalla testa verso il cuore senza che si abbiano aumenti di pressione al livello 
cranico e cardiaco durante le rotazioni della testa e del collo. 
Essendo la vena giugulare di destra più grande rispetto alla sinistra è più frequentemente 
usata per i prelievi ematici o per la somministrazione di fluidi. 
Il volume ematico totale degli uccelli può variare a seconda della specie ma generalmente 
è compreso tra il 5 % e il 13 % del peso corporeo, e si sconsigliano per questo prelievi 
ematici importanti (evitare di prelevare più del 8 % rispetto al volume ematico totale, 
anche se per esami clinici ematochimici non si può prelevare più del 1 %). 
Anche il prelievo di sangue non è un’operazione semplice nei volatili, soggetti altamente 
stressabili, con vasi sanguigni fragili e difficilmente accessibili, per questo è consigliata la 
sedazione anche per effettuare le manipolazioni di questo tipo [16, 14, 17, 18]. 
 
2.3 SISTEMA RESPIRATORIO  
L’apparato respiratorio è molto diverso da quello dei mammiferi, una breve descrizione 
dell’anatomia e fisiologia di questi apparati permettono di capire le reali problematiche 
legate agli effetti degli anestetici sui volatili.  
Il sistema respiratorio consiste di due componenti funzionali separate e distinte: una 
componente per la ventilazione (vie respiratorie superiori, sacchi aerei, struttura 
scheletrica toracica e muscoli della respirazione), ed una componente per lo scambio di 
gas (parabronchi polmonari). 
A livello delle vie respiratorie superiori è evidente la comunicazione tra la cavità orale e le 
cavità nasali, questo a causa delle ossa palatine brevi e della mancanza del palato molle. 
La laringe si apre sul pavimento della faringe con un orificio in forma di fessura mediana 
e la sua apertura e chiusura avviene grazie alla muscolatura (non è presente l’epiglottide). 
La trachea è costituita da anelli cartilaginei completi, esistono variazioni significative 
legate all’anatomia delle specie, e vengono definiti anelli con sigillo in quanto hanno una 
parte più sviluppata che forma alternativamente la metà destra e sinistra degli anelli 
consequenziali. 
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Questa caratteristica ha importanti implicazioni durante l’intubazione e l’insufflazione del 
palloncino, in quanto un eccessiva pressione sulla mucosa tracheale può determinare 
ischemia con necrosi e successiva stenosi. 
Generalmente gli uccelli hanno dei colli lunghi e sviluppati e questo implica diversità 
importanti per la morfologia funzionale della trachea, soprattutto lo spazio morto 
tracheale. 
Gli studi indicano che generalmente la trachea di un volatile è 2,7 volte più lunga rispetto 
a quella di un mammifero delle stesse dimensioni, ma presentando un avvolgimento pari 
a 1,29 volte rispetto a quella dei mammiferi, la resistenza tracheale è comparabile. 
Il volume dello spazio morto è aumentato negli uccelli di circa 4,5 volte rispetto quello di 
un mammifero della stessa taglia, ma la frequenza respiratoria relativamente bassa degli 
uccelli, circa un terzo di quello dei mammiferi, garantisce una diminuzione del volume 
dello spazio morto rispetto a quello reale. 
Di conseguenza il tasso di aerazione tracheale al minuto va da 1,5 a 1,9 volte quello dei 
mammiferi. 
L'aria ispirata, percorrendo questo prolungamento della trachea pieno di curve, si 
“preriscalda” prima di entrare nei polmoni e rinfresca contemporaneamente i muscoli 
pettorali. 
In certi uccelli che volano ad altissima quota, (come gru e cicogne), questo adattamento 
evolutivo ha permesso a questi uccelli di poter volare anche con bassissime temperature 
senza subire gravi alterazioni metaboliche. 
Le vie respiratorie profonde si addentrano nei polmoni, che a differenza dei mammiferi 
sono fissi e localizzati all’interno della cavità pleurica delimitata dalle pleure parietali e 
che si continuano in quelle viscerali. 
I polmoni sono organi molto piccoli e con volume minore dei polmoni di un mammifero 
delle stesse dimensioni, e comprendono nel loro spessore 3-4 paia di coste. 
Tale fissità alle strutture ossee e la mancanza del diaframma non permettono una 
eccessiva mobilità dei polmoni, anche se le pleure presentano delle unioni con il sacco 
toracico tramite dei muscoli costo polmonari che aumentano la tensione durante 
l’inspirazione. 
In realtà le cavità pleuriche non vengono considerate come cavità sierose perché non 
permettono il movimento dei polmoni, i quali in realtà sono fermi durante l’atto 
respiratorio. 
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Lo scambio dei gas avviene all’interno dei polmoni ma, diversamente dai mammiferi, la 
ventilazione avviene grazie ai cambiamenti di pressione che spostano l’aria nei sacchi 
aerei. 
L’aria infatti passa nei polmoni attraverso diverse ramificazioni del sistema bronchiale: 
I bronchi primari (extrapolmonari e intrapolmonari), i bronchi secondari e terziari (bronchi 
parabronchi), quest'ultimo, insieme con il tessuto periparabronchiale, forma i tessuti degli 
scambi gassosi del polmone. 
I parabronchi, di diametro variabile tra 1 e 2 mm, presentano una parete cribrata a 
formare degli atri di forma poligonale che presentano al loro interno altre cavità più 
piccole definite infundibuli che si collegano ai capillari aeriferi tra loro anastomizzati. 
Questa è la sede degli scambi gassosi, ma avendo un diametro molto piccolo la superficie 
di scambio per unità di volume è maggiore rispetto ai mammiferi di circa 10 volte (capillari 
aeriferi presentano un diametro di 7-12 micron, mentre gli alveoli dei mammiferi sono di 
100-300 micron). 
Una dimensione tale porterebbe al collabimento delle pareti dei capillari per la tensione 
superficiale, ma questo non avviene grazie all’immobilità dei polmoni stessi, al piccolo 
raggio di curvatura dei capillari aeriferi e alle tensioni molto elevate di superficie. 
Questa rete di proiezione infracapillare anastomizza saldamente i capillari aeriferi e 
sanguigni formando una struttura rigida che ha volume costante durante la ventilazione, 
e determina una quantità d’aria contenuta nel polmone pari al 50 % del volume totale. 
La barriera ematogassosa tra sangue ed aria è molto sottile rispetto ai mammiferi (in 
totale l’epitelio respiratorio, la membrana basale e l’endotelio misurano 0,1-0,2 micron 
nel pollo), e lo scambio avviene secondo un meccanismo in controcorrente, ovvero il 
flusso di aria e di sangue sono opposti all’interno dei rispettivi capillari. 
Esistono però due tipi di tessuto parabronchiale nel polmone dei volatili: paleopolmonare 
e neopolmonare.  
Il tessuto parabronchiale paleopolmonare è composto da parabronchi paralleli, 
minimamente anastomizzati, e si trova in tutti gli uccelli, mentre il tessuto parabronchiale 
neopolmonare è un reticolo di parabronchi anastomizzati situati nella porzione di 
caudolaterale del polmone. 
Sebbene i parabronchi paleopolmonari e neopolmonari sono istologicamente 
indistinguibili tra loro, la direzione del flusso di gas nei due tipi differisce.  
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Durante inspirazione ed espirazione la direzione del flusso di gas nei paleopolmonari è 
unidirezionale (controllato da meccanismi a valvole), mentre nel parabronchi 
neopolmonari è bidirezionale. 
Negli uccelli non esiste un equivalente di gas alveolare perché il gas parabronchiale 
cambia continuamente composizione durante il suo flusso. 
La perfusione di sangue a fine inspirazione dei parabronchi può equilibrare la 
concentrazione dei gas che entra nel parabronco ad inizio inspirazione e viceversa. 
Questa potenziale sovrapposizione delle gamme di sangue e le pressioni parziali dei gas 
sia per il biossido di carbonio che per l’ossigeno, che non può verificarsi ne mammiferi a 
livello alveolare polmonare, dimostra l'alta capacità ed efficienza di scambio dei polmoni 
dei volatili.  
Lo spostamento dell’aria è garantito dai sacchi aerei, in origine 6 coppie, ma durante 
l’organogenesi si fondono dando origine ad numero diverso in base alla specie 
(generalmente 9), costituiti da una parete molto sottile che si distende passivamente 
all’interno di tutta la cavità celomatica dopo le variazioni di pressione della stessa. 
I sacchi aerei sono strutture a pareti sottili composte da un epitelio semplice a cellule 
squamose che copre un sottile strato di tessuto connettivo, pur essendo connesso alle 
aperture dei bronchi secondari nei sacchi aerei sono presenti gruppi di cellule ciliate 
cuboidali e colonnari.  
I diverticoli dai sacchi aerei possono penetrare nelle vertebre cervicali, alcune delle 
vertebre toraciche, coste vertebrali, sterno, omero, bacino, e alla testa e al corpo del 
femore rendendo queste ossa pneumatiche. 
I sacchi aerei funzionalmente servono come mantici, fornendo un flusso d'aria ai polmoni 
che sono relativamente rigidi, e si possono incannulare qualora non fosse possibile 
l’intubazione del paziente, fornendo così sia l’ossigeno che i gas anestetici (ad esempio 
nelle operazioni chirurgiche del becco). 
L’assenza del diaframma può rendere difficoltosa e irregolare la respirazione durante 
l’anestesia, per questo si rende necessaria la ventilazione assistita. 
Vengono distinti in craniali (cervicale, clavicolare e toracico craniale) e caudali (toracico 
caudale e addominale), sono collegati ai bronchi con degli osti ma il sacco addominale è 
connesso direttamente con il bronco principale, i bronchi secondari sono collegati 
direttamente con gli altri sacchi aerei mentre i parabronchi sono collegati con 4-6 
connessioni indirette. 
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Il volume dell'aria viene distribuito in parti uguali tra i gruppi craniali e caudali dei sacchi 
aerei durante la ventilazione, tutti vengono ventilati con la possibile eccezione di quelli 
cervicali. 
La respirazione è garantita anche dalla contrazione dei muscoli della gabbia toracica, che 
a differenza dei mammiferi, in inspirazione ed espirazione si contraggono in quanto sono 
processi attivi che richiedono attività muscolare.  
Durante l’inspirazione aumenta il volume in cavità celomatica diminuendo la pressione, 
in espirazione diminuisce il volume e aumenta la pressione per contrazione muscolare 
mentre l’aria torna verso i polmoni. 
Quest’aria può essere utilizzata non solo per scambi gassosi, ma è fondamentale per la 
fonazione, per la termodispersione nelle sovrapproduzioni di energia (come avviene 
durante il volo) e per diminuire il peso specifico del corpo in quanto i sacchi aerei 
presentano diramazioni che penetrano nelle ossa pneumatiche determinando anche 
ripartizione uniforme dell’equilibrio del corpo. 
La loro suddivisione è basata sulla diversa localizzazione in cavità celomatica ma anche 
per il comportamento durante la respirazione. 
Sperimentalmente è stato evidenziato che l’aria in inspirazione viene introdotta nei sacchi 
aerei caudali in quanto presenta una elevata concentrazione di ossigeno, ovvero non ha 
ancora attraversato il tessuto di scambio, mentre nei sacchi craniali l’aria è povera di 
ossigeno come l’aria utilizzata dopo gli scambi gassosi. 
La respirazione avviene quindi con un meccanismo di una pompa a 4 tempi con un 
andamento prevalentemente unidirezionale. 
Durante tale processo in inspirazione l’aria viene trasportata direttamente nei sacchi 
caudali senza attraversare il tessuto di scambio mentre quella che ha già subito l’ematosi 
passa nei sacchi craniali. 
Durante l’espirazione l’aria passa dai sacchi caudali verso il tessuto di scambio, mentre 
quella presente nei sacchi craniali passa all’esterno. 
Grazie a queste caratteristiche anatomo-funzionali la pressione parziale di ossigeno del 
sangue che lascia i polmoni (ossigenato) è maggiore di quella espirata, mentre in un 
sistema come quello dei mammiferi raggiunge al massimo un equilibrio. 
Tale organizzazione è ottimale per gli scambi gassosi e per questo gli uccelli possono 
respirare ad altitudini maggiori (fino 8000 metri di altezza dove la pressione parziale di 
ossigeno si riduce di un terzo del valore a livello del mare) [16, 14, 17, 18]. 
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2.4 SISTEMA METABOLICO EPATO-RENALE 
Gli uccelli possiedono un metabolismo molto più veloce rispetto alla maggior parte dei 
mammiferi. 
Nel colibrì, tra l'ingestione del cibo e l'espulsione delle feci passano soltanto quindici 
minuti circa, dopodiché l'animale torna a cercare altro nutrimento.  
La digestione, metabolismo ed eliminazione degli elementi nutritivi viene effettuata 
grazie all’azione contemporanea di più organi (fegato, pancreas, sistema gastro-
intestinale e reni). 
Il fegato è molto sviluppato negli uccelli, situato nelle cavità epatiche (due cavità 
celomatiche, una dorsale ed una ventrale) e separato grazie ad esse dalla cavità 
intestinale, pericardica e pleurica. 
Le funzioni del fegato sono molteplici e molto importanti (detossifica l’organismo dalle 
sostanze tossiche filtrando il sangue, metabolizza i composti assunti dal tratto gastro-
intestinale, trasforma gli zuccheri in glicogeno, concorre al metabolismo lipidico e 
proteico, immagazzina alcune vitamine, provvede alla formazione delle proteine del 
plasma, inattiva gli ormoni polipeptidici, secerne la bile) ma a differenza dei mammiferi 
questo organo non ha la funzione di riserva di glicogeno. 
Questo comporta un rapido consumo degli zuccheri circolanti in caso di stress, 
determinando una facile ipoglicemia soprattutto in caso di digiuno prolungato, spesso 
difficile da gestire durante gli interventi chirurgici. 
I reni invece sono situati nella parte dorsale della cavità celomatica, posteriormente ai 
polmoni, all’interno della fossa renale formata da sinsacro e coxali, in posizione 
extraperitoneale. 
Sono vascolarizzati da un sistema arterioso simile a quello dei mammiferi da cui 
differiscono per la presenza di un sistema di tipo portale, ovvero le vene portali renali che 
convogliano sangue venoso afferente formando un anello venoso ventrale ai reni. 
Questo sistema portale accoglie sangue dai vasi venosi iliaci esterni e interni, ischiatici e 
dalla vena mesenterica caudale unendosi poi alla vena cava caudale. 
In questo modo il sangue venoso afferente può bypassare il rene, il tutto viene però 
controllato da una valvola renale la cui chiusura impedisce il passaggio del sangue nella 
vena cava caudale convogliandolo ai reni. 
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Gli uccelli possono in questo modo eliminare con le urine le sostanze che provengono dai 
distretti drenati dalle vene che vi confluiscono unicamente con meccanismo di secrezione 
tubulare. 
La valvola contiene un muscolo liscio innervato dall’innervazione colinergica e 
adrenergica.  
L’epinefrina provoca il rilassamento della valvola, mentre acetilcolina induce la 
contrazione. 
Quando le valvole sono contratte il sangue venoso dalle gambe perfonde ai reni, ma 
quando la valvola è rilassata (aperta) il sangue venoso è diretto alla circolazione centrale. 
Il controllo di tali valvole e dell'attività renale è complesso, e la sua funzione non è del 
tutto chiara, si pensa che permetta una migliore regolazione della pressione ematica 
renale e una migliore irrorazione dei distretti renali anche in caso di forte disidratazione. 
Per questo motivo si sconsiglia la somministrazione di farmaci per via parenterale nella 
parte caudale dell’animale [16, 14, 17, 18]. 
 
2.5 TERMOREGOLAZIONE 
Gli uccelli sono i più antichi omeotermi, come i mammiferi mantengono una temperatura 
corporea costante in presenza di cambiamenti di temperatura ambientale piuttosto 
considerevoli. 
La temperatura corporea è molto elevata, 39-42°C in media, di conseguenza occorre un 
elevato metabolismo per mantenerla tale e ciò comporta un costante consumo di cibo e 
di molte energie, soprattutto durante il volo.  
Alcune specie di uccelli, in conseguenza alle carenze di cibo, si sono evolute nel tempo 
fino al punto di mantenere una bassa temperatura corporea (ipotermia temporanea). 
Potenzialmente un individuo malato o abbattuto è ipotermico, fattore da non 
sottovalutare ai fini anestesiologici in quanto l’anestesia tende a far diminuire la 
temperatura corporea del paziente, anche se i volatili mal sopportano le alte temperature 
e sopra i 46°C rischiano la morte. 
Una diminuzione di temperatura corporea maggiore di 5, 5 C° rispetto alla temperatura 
normale del soggetto può causare gravi scompensi cardiocircolatori e un aumento del 
tempo di risveglio. 
A differenza dei mammiferi l’apparato tegumentario è costituito da una cute sottile, con 
un sottocute poco spesso che renderebbe difficile una termoregolazione ottimale. 
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Le cellule dell’epidermide producono sferule lipidiche che si stratificano sulla cute e sulle 
penne impermeabilizzando la superficie corporea, coadiuvando la termoregolazione e 
facilitando il galleggiamento nelle specie acquatiche. 
A differenza dei mammiferi gli annessi cutanei derivati dall’ipercheratinizzazione 
dell’epidermide sono piume e penne che ricoprono la maggior parte della superficie 
cutanea, mentre a livello degli arti posteriore sono presenti le squame utili per la difesa 
della superficie delle zampe. 
Tali annessi cutanei sono fondamentali non solo per la termoregolazione ma anche per il 
volo, sono distribuite in file precise sulle ali (remiganti) e sulla coda (timoniere) ricoperte 
da strati di penne di copertura (tettrici). 
Le penne fungono da isolante termico verso l'ambiente esterno e possono essere 
avvicinate o allontanate dalla cute grazie alla contrazione di muscoli lisci (estensori e 
retrattori) che si inseriscono incrociandosi con i tendini sui follicoli delle penne. 
Negli uccelli dove sono presenti alterazioni del piumaggio o assenza dello stesso (come 
anche nelle asportazioni eseguite per gli interventi chirurgici) si possono avere gravi 
difficoltà nella termoregolazione. 
Il raffreddamento corporeo può avvenire anche per evaporazione tramite l’aumento della 
frequenza respiratoria e grazie alla presenza dei sacchi aeriferi che permettono di 
disperdere calore nell’aria espirata durante un aumento elevato della temperatura 
interna (soprattutto sotto sforzo muscolare), e possono disperdere calore utilizzando 
shunt venosi presenti a livello cutaneo (plesso venoso presente nel collo e nelle zampe). 
Nei soggetti di piccole dimensioni dove il metabolismo è molto elevato occorre affrontare 
l’anestesia dopo aver ricevuto una corretta terapia nutrizionale, al fine di evitare un deficit 
metabolico, ed utilizzare miscele anestetiche preriscaldate [16, 14, 18].  
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3 ANESTESIA AVIARE 
Negli ultimi anni l’interesse per la conservazione della fauna selvatica ha portato ad un 
aumento della domanda di anestesia sicure per interventi chirurgici in uccelli selvatici o 
semi-selvatici.  
Come risultato di queste tendenze, tali animali sono presenti come casi clinici all'ordine 
del giorno ed è fondamentale per l’anestesista veterinario effettuare un’anestesia 
ottimale, dovendo confrontarsi con pazienti che richiedono almeno una lieve sedazione 
per effettuare anche delle semplici manovre di manipolazione [16].  
È ben noto che gli uccelli non reagiscono nello stesso modo dei mammiferi a stimoli che 
generalmente causano dolore. 
Ad esempio, dopo una leggera reazione alla incisione cutanea, gli uccelli coscienti non 
mostrano alcuna risposta alle manipolazioni intrinseche della castrazione. 
Molte operazioni sulle galline, come la sutura di una lacerazione del gozzo o la rimozione 
di neoplasie superficiali, che dovrebbe causare un aumento importante della frequenza 
cardiaca se il dolore è presente, causano soltanto una lieve alterazione della frequenza 
cardiaca.  
Nonostante queste differenze, le considerazioni umane sembrano dettare che l'anestesia 
dovrebbe essere utilizzata negli gli uccelli con gli stessi principi dei quella effettuata sui 
mammiferi. 
I problemi specifici presentati dagli uccelli, in particolare quelli selvatici, sono legati alla 
loro fisiologica e alle differenze anatomiche e metaboliche che li distinguono dai 
mammiferi. 
L'alto tasso metabolico, le scarse riserve di glicogeno, le elevate temperature fisiologiche 
e la velocita elevata di metabolizzazione dei farmaci, hanno diverse implicazioni per 
l'anestesista dei volatili.  
Ad esempio un digiuno di 6-8 ore è spesso sufficiente a produrre una ipoglicemia o una 
alterazione acido-base di tipo metabolico (chetosi) che possono risultare fatali [19].  
Il metabolismo elevato comporta anche una elevata temperatura corporea fisiologica e 
se il volatile viene esposto a un ambiente fresco durante o dopo l’anestesia, soprattutto 
se vengono tolte molte piume intorno all’accesso chirurgico, si può avere un 
raffreddamento eccessivo. 
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I piccoli uccelli si agitano molto facilmente, la frequenza cardiaca accelerata e 
l’insufficienza cardiaca concomitante spesso si manifestano quando questi uccelli sono 
spaventati durante la manipolazione.  
Il volume di sangue degli uccelli è tale che piccole emorragie chirurgiche possono essere 
sufficienti a causare la morte da shock. 
Le vie respiratorie dei volatili sono molto diverse da quella dei mammiferi, per esempio la 
struttura principale per la ventilazione è rappresentata dai sacchi aerei, mentre lo scambio 
dei gas avviene a livello dei polmoni che non sono molto mobili. 
l’Aria che passa nei polmoni ha flussi unidirezionali sia durante l’inspirazione che 
nell’espirazione, mentre il sangue scorre in controcorrente al flusso dei gas. 
Tale disposizione anatomo-funzionale è tale che lo scambio dei gas avviene durante 
l’ispirazione ed l’espirazione e la sua efficienza dipende dal flusso ininterrotto di aria 
attraverso i polmoni. 
Quindi anche brevi periodi di apnea risultano gravi e possono produrre una marcata 
ipossia. 
Gas e vapori anestetici vengono rapidamente assorbiti nel flusso sanguigno e l'induzione 
è rapida quando si utilizza una anestesia gassosa, altrettanto veloce è il recupero. 
Gli anestetici inalatori sono meno solubili nel sangue delle specie aviari rispetto a quello 
dei mammiferi, consequenzialmente le tensioni cerebrali vengono riequilibrare più 
rapidamente grazie alle tensioni polmonari e l'anestesista clinica spesso presenta una 
induzione e un recupero troppo bruschi. 
Durante il risveglio e il recupero dall’anestesia può avvenire che il paziente possa sbattere 
vigorosamente le ali e consequenzialmente fratturarsele, per questo è fondamentale 
bilanciare in maniera adeguata l’anestesia gassosa con quella iniettabile. 
Dopo qualsiasi tipo di anestesia i pazienti aviari devono essere tenuti al caldo in ambiente 
non troppo luminoso, meglio in una scatola imbottita, e dovrebbero essere posizionati in 
decubito sternale [16, 19]. 
 
3.1 CONCETTI GENERALI 
L'anestesiologia è quella branca della medicina che si occupa di annullare la sensibilità 
dolorifica e la coscienza, ottenendo il rilassamento muscolare durante un intervento di 
chirurgia o durante una procedura più o meno invasiva.  
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Tutto questo è stato ampiamente studiato e migliorato grazie a nuove procedure e nuove 
molecole farmacologiche che hanno permesso di ottenere un’ottima gestione dei pazienti 
e il minimo ricordo degli eventi negli stessi. 
La particolarità che distingue i pazienti aviari da altri tipi di pazienti animali è racchiusa nel 
loro modo di reagire alle minime manipolazioni, sono molto stressabili e si agitano molto 
aumentando il rischio di auto-traumatismi, possono determinare gravi lesioni sugli 
operatori o i veterinari che se ne occupano, possono peggiorare il trauma di partenza e 
sotto stress possono avere gravi scompensi cardio-circolatori che possono portare alla 
morte. 
Proprio per questo si è cercato nel tempo di evidenziare un protocollo anestesiologico che 
permetta di ottenere la massima rilassatezza muscolare, il minimo stress e i minimi effetti 
collaterali sui sistemi fisiologici e metabolici dei volatili garantendo al medico la possibilità 
di maneggiare i pazienti. 
Prima di qualsiasi tipo di sedazione o anestesia completa, ogni volatile dovrebbe esser 
sottoposto ad un esame visivo e fisico, soprattutto a livello della zona sternale, per la 
valutazione dello stato di nutrizione (l’acutezza della chiglia è un ottimo indicatore della 
massa muscolare e del grasso corporeo), anche se altri segni di malattia possono essere 
manifesti solo dopo una fase di ambientazione [17]. 
Queste piccole manovre possono essere fatali per animali altamente agitati, soprattutto 
di piccole dimensioni e nei soggetti selvatici poco maneggiabili. 
Come discusso nel capitolo 3 il rischio che i pazienti vadano in ipoglicemia grave a causa 
della loro alta stressabilità ed ai cambiamenti ambientali è molto elevato, è importante 
saper gestire i pazienti prima di una anestesia e chirurgia. 
Anche se potrebbe risultare dannoso, Il digiuno assicura lo svuotamento del gozzo 
(struttura simile ad un sacco che funge da camera di stoccaggio per il cibo situata) e quindi 
si evita il reflusso passivo di materiale o cibo fluido durante l'anestesia o il risveglio, per 
questo è importante mantenerlo intubato durante la fase di risveglio così da mantenere 
una buona circolazione dell'aria [17].  
Alcune specie non hanno un gozzo (la maggior parte delle anatre e oche, pinguini, 
gabbiani e tucani), ma hanno un esofago più dilatabile che funge da camera di stoccaggio 
[20].  
Benché molti autori, indipendentemente dalle dimensioni del volatile, raccomandano un 
digiuno overnight preoperatorio, un approccio ragionevole è quello di tenere il paziente 
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senza cibo abbastanza a lungo per facilitare lo svuotamento del tratto gastrointestinale 
superiore, circa 1-3 ore (i grandi uccelli tollerano un digiuno notturno di 8-10 ore se sono 
in buone condizioni corporee e di salute) [17, 21].  
È importante anche gestire bene i volatili al risveglio soprattutto dopo lunghe procedure 
anestesiologiche (superiori a 1 ora), in quanto possono riprendersi velocemente 
dall’anestesia ma senza potersi coordinare nei movimenti, ottenendo così maggiore 
agitazione e rischio di auto traumatismi a livello di collo, corpo, ali e zampe [20]. 
Questo sottolinea l'importanza di ridurre al minimo il tempo anestetico coadiuvando tali 
manualità con un ambiente caldo, tranquillo e buio, minimizzando cosi lo stress e il 
movimenti [22, 23]. 
 
3.2 LA PREMEDICAZIONE NELLE SPECIE AVIARI 
La premedicazione (o sedazione) prevede l’utilizzo di farmaci preanestetici che 
coadiuvano l’azione della successiva anestesia e facilitano la gestione del paziente, 
rendendo l’induzione e il mantenimento dell’anestesia più facile e allo stesso tempo più 
sicura per il paziente. 
Gli obiettivi della premedicazione possono essere riassunti nei seguenti punti: 
1. Calmare il paziente: questo riduce lo stress, non solo per l'animale, ma anche per 
l'anestesista.  
Un paziente che si agita prima dell’induzione avrà un elevato tasso di 
catecolamine circolanti (adrenalina, noradrenalina) e molti dei farmaci anestetici 
comunemente utilizzati sensibilizzano il tessuto miocardico agli effetti delle 
catecolamine. 
Con la premedicazione tramite tranquillanti (che non causano sonnolenza) o 
sedativi (che facilitano il sonno) si ha una minore incidenza di aritmie cardiache 
durante l’induzione. 
2. Ridurre la dose totale di anestetico: i farmaci utilizzati per la premedicazione 
permettono di ridurre la dose di agente anestetico utilizzato per l’induzione e per 
il mantenimento dell’anestesia. 
Con le dosi comunemente utilizzate di acepromazina si può ridurre del 33% 
l’utilizzo degli anestetici per il mantenimento dell’anestesia, mentre del 50% e 
oltre utilizzando medetomidina [23]. 
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3. Ridurre gli effetti collaterali del sistema nervoso autonomo: durante l’anestesia si 
possono evidenziare gli effetti del parasimpatico quali salivazione e aumento del 
tono vagale (che porta alla bradicardia), alcuni dei farmaci somministrati in 
premedicazione (soprattutto farmaci antimuscarinici) sono utilizzati per 
prevenire tali effetti.  
4. Alleviare il dolore: in generale, se un paziente presenta dolore prima 
dell'anestesia (per esempio dopo aver subito una frattura), si otterrà la calma 
necessaria aggiungendo un analgesico nel protocollo della premedicazione. 
Anche se l'animale non ha dolore prima dell'intervento chirurgico, ci sono ottime 
ragioni per includere un analgesico nella premedicazione, poiché è stato 
dimostrato che il dolore postoperatorio è molto più facile da controllare se 
vengono somministrati analgesici prima dell'inizio dello stimolo doloroso 
(fenomeno noto come “pre-emptive analgesia” o analgesia preventiva). 
5. Attenuare il periodo di recupero: molti degli agenti utilizzati per la 
premedicazione avranno un effetto che durerà anche nel periodo di recupero, 
ottenendo così un risveglio calmo mentre i pazienti riacquistano coscienza 
(importante quando si utilizzano farmaci come 'Saffan' a cui sono associati risvegli 
agitati) [20]. 
6. Ridurre altri effetti collaterali dell'anestesia: nausea e vomito sono comuni come 
effetti collaterali associati con l'anestesia negli esseri umani e anche se il vomito 
postoperatorio non è comune nei pazienti veterinari, è difficile essere sicuri che 
la nausea non sia presente.  
L’acepromazina è un buon farmaco anti-emetico e riduce l'incidenza di nausea e 
vomito postoperatori [23, 24]. 
È evidente come la premedicazione deve essere considerata come parte integrante di 
tutta la procedura anestetica e non come un evento isolato [24]. 
Sedativi e analgesici diminuiscono l'irritabilità del sistema nervoso centrale e quindi 
aumentano gli effetti degli agenti anestetici, ma il tipo di farmaco scelto per la 
premedicazione dipende da molti fattori legati al paziente, dal tipo di procedura da 
effettuare, nonché dalla durata la procedura [25, 24]. 
Spesso si utilizzano contemporaneamente più farmaci sedativi in premedicazione (ad 
esempio, α2-agonisti e benzodiazepine possono essere combinati prima dell'uso della 
ketamina), tuttavia tale politerapia deve essere usato con cautela calcolando il rapporto 
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rischi/benefici, in quanto queste combinazioni hanno attività sinergica ed è facile 
somministrare una dose eccessiva di anestetico [24, 25, 23, 26]. 
Nelle specie aviari i farmaci pre-anestetici sono usati di rado, generalmente i pazienti 
vengono introdotti ad una anestesia profonda tramite l’induzione con gas anestetici [26].  
Qualsiasi tipo di volatile può essere indotto grazie a diversi tipi e forme di maschere (creati 
da apposite case produttrici o realizzati con bottiglie, tratti di siringhe o connettori per i 
tubi delle macchine anestesiologiche), sacchetti di plastica o camere, anestetizzando così 
uccelli di dimensioni molto variabili (dal canarino fino all’emù, tranne negli struzzi dove 
questa metodologia non è sufficiente). 
Inserendo la testa del volatile nell’apposita maschera (testa, faccia o becco) o tutto il 
corpo nel contenitore di plastica, in cui ossigeno e vapore anestetico vengono introdotti 
attraverso un circuito di non-rirespirazione, il soggetto può essere indotto senza 
effettuare una premedicazione. 
Questo tipo di metodica presenta degli svantaggi in quanto, nel caso in cui il soggetto 
venga anestetizzato in una “camera” artificiale, l'anestesista non è in contatto fisico con 
il volatile e non può avere un'idea di come possa rispondere all’anestetico.  
Oltre a questo gli uccelli possono ferirsi mentre stanno attraversando la fase di eccitazione 
involontaria dell’anestesia. 
Inoltre il rischio che ci siano delle perdite di gas anestetici è molto elevato ed occorrono 
delle precauzioni per controllare eventuali fughe, provvedendo rapidamente 
all’eliminazione del gas che ha inquinato l’ambiente di lavoro [17].  
Una premedicazione e induzione con agenti iniettabili presenterà sicuramente degli 
svantaggi quali: tempi di risveglio più lunghi legati soprattutto al metabolismo del 
soggetto in questione (generalmente il metabolismo dei volatili è molto elevato), risvegli 
talvolta traumatici, mancanza di un adeguato rilassamento muscolare con alcuni farmaci 
e la possibilità di avere necrosi muscolare in siti di iniezione. 
I vantaggi non sono da sottovalutare in quanto includono la facilità di somministrazione, 
l'induzione rapida, la possibilità di avere antagonisti utili nei casi di emergenza, il basso 
costo e la disponibilità [20]. 
Una problematica importante legata ai volatili rappresenta il sito di iniezione, questo 
perché presentano un circolo portale renale che può indurre il “bypassaggio” della 
circolazione sistemica dei farmaci anestetici, veicolandoli direttamente ai reni dove 
possono essere espulsi. 
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Questo avviene se le iniezioni dei farmaci vengono effettuate a livello degli arti posteriori, 
e ciò comporta che le iniezioni debbano essere effettuate a livello dei muscoli pettorali. 
Uno studio sui piccioni (Columba livia) a cui è stata iniettata flumequina nel pettorale e 
nei muscoli delle gambe ha dimostrato che esistono evidenti e significative differenze di 
biodisponibilità del farmaco tra i due siti di iniezione, ma se questo è stato causato dal 
sistema portale renale o da differenze nel flusso sanguigno era indeterminabile [17]. 
Anche se molti agenti iniettabili sono stati utilizzati in tutti i tipi di uccelli è probabile che 
la ketamina sia quella maggiormente utilizzata, principalmente tramite iniezioni 
intramuscolari [19, 17, 20]. 
 
3.3 FARMACI ANESTETICI INALATORI 
L’anestesia può essere indotta con due principali categorie di farmaci: anestetici iniettabili 
e anestetici inalatori, che possono essere usati separatamente o in combinazione, agendo 
sul sistema nervoso centrale o solo localmente come nelle anestesie locali [26]. 
Gli anestetici inalatori offrono un’induzione e un risveglio rapidi, permettono di cambiare 
rapidamente la profondità dell'anestesia e il loro uso non richiede di misurare 
precisamente il peso corporeo del soggetto. 
Tali farmaci vengono minimamente metabolizzati, riducendo l'impatto sulla funzionalità 
epatica e renale e il recupero è indipendente dalla loro attività.  
I possibili svantaggi legati al loro utilizzo sono rappresentati dal rischio di inquinamento 
dell'ambiente di lavoro, il costo di tali anestetici e delle attrezzature necessarie per il loro 
utilizzo (fonte di ossigeno, un vaporizzatore, un circuito respiratorio, e un meccanismo di 
evacuazione dei gas anestetici) [22]. 
Naturalmente occorrono dei circuiti di respirazione, flussi di gas freschi con Circuiti 
antireflusso, ed elementi strutturali leggeri che sono ideali per gli uccelli in quanto offrono 
una resistenza minima alla ventilazione spontanea del paziente (soprattutto se di piccole 
dimensioni) [17].  
l’Intubazione endotracheale non è difficile negli uccelli e si possono costruire tubi adatti 
in silicone o PVC abbastanza lunghi da raggiungere la siringe, ma lo spazio morto deve 
essere ridotto al minimo e le estremità non devono essere taglienti, ne costringere la 
parete tracheale in quanto potrebbero causare lesioni, edema e rottura della stessa [19]. 
Gli anestetici gassosi possono essere somministrati anche attraverso un ago introdotto 
direttamente in un sacco aereo (sulla parete laterale del corpo, davanti o dietro l'arto 
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pelvico sinistro, dietro l'ultima costola, o ventralmente al muscolo crociato flessore 
mediale) soprattutto se il soggetto deve essere operato a livello del cavo orale o della 
trachea o se il soggetto è di dimensiono molto piccole [21, 19]. 
Le secrezioni delle vie aeree possono bloccare il flusso di gas sia negli uccelli intubati che 
non intubati quindi è sempre consigliabile avere a disposizione uno strumento per 
rimuoverli tramite aspirazione (una adeguata aspirazione può essere effettuata anche con 
una siringa da 60 ml) [21].  
La concentrazione di anestetico minima (MAC) necessaria per impedire il movimento 
intenzionale in risposta ad uno stimolo nocivo nel 50% dei pazienti viene usato come 
misura della potenza degli anestetici gassosi.  
La MAC per molte specie è molto simile; la maggior parte degli uccelli richiedono all’incirca 
la stessa concentrazione di anestetico inalato dei mammiferi per una profondità 
equivalente di anestesia [22]. 
Il protossido di azoto viene raramente utilizzato in anestesia aviaria, presenta buone 
proprietà analgesiche, ma si accumula in grandi organi cavi e questo comporta un 
accumulo nelle sacche d'aria che può notevolmente allungare i tempi di risveglio. 
Recenti studi hanno dimostrato che ciò non avviene, ma comunque non può essere usato 
da solo per ottenere un ottima copertura analgesica, per questo veniva utilizzato insieme 
a Isofluorano o sevofluorano [26]. 
L’utilizzo dell’alotano è rischioso in quanto ha la capacità di sensibilizzare il miocardio alle 
catecolamine, aumentando la possibilità di avere aritmie catecolamino-indotte 
(soprattutto durante l'induzione e il risveglio, quando il rilascio di catecolamine è alto sia 
negli uccelli che nei mammiferi) causando un simultaneo arresto respiratorio e cardiaco 
in caso di sovradosaggio e il recupero viene prolungato (soprattutto negli uccelli malati) a 
causa dell'elevato grado di metabolismo [22, 27].  
Può indurre anche depressione respiratoria e ipercapnia come dimostrato negli studi fatti 
sui Galahs (Eolophus roseicapillus) e nelle anatre (Anas platyrhynchos domesticus) [22].  
Gli anestetici inalatori, soprattutto isofluorano e sevofluorano, sono attualmente 
considerati gli anestetici di prima scelta per l’anestesia negli uccelli e offrono diversi 
vantaggi per la gestione del paziente rispetto all’utilizzo dei farmaci iniettabili (anche se è 
sempre prudente avere un piano alternativo con farmaci iniettabili) [21, 17]. 
I vantaggi includono una rapida induzione (specialmente quando gli anestetici inalatori 
hanno una bassa solubilità nel sangue, come ad esempio isofluorano e sevofluorano), 
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permettono un controllo più facile sulla profondità dell’anestesia, contemporaneamente 
si utilizza l’ossigeno che fornisce un supporto respiratorio, e un recupero veloce che non 
dipende dalle vie metaboliche [17].  
L’isofluorano ha effetti cardiopolmonari minimi, con leggera o nessuna tendenza a 
causare aritmia cardiaca, non richiede il metabolismo nel fegato, che lo rende adatto per 
la somministrazione anche a pazienti debilitati e un possibile arresto cardiovascolare non 
avviene allo stesso tempo dell’arresto respiratorio, lasciando il tempo per una 
rianimazione [26]. 
Nei mammiferi produce vasodilatazione periferica e effetti inotropi negativi, forse questi 
eventi possono spiegare l’ipotensione dose-dipendente indotta negli uccelli. 
Quando Isofluorano è stato confrontato con il Sevofluorano e il Desflurano nelle poiane 
dalla coda rossa (Buteo jamaicensis), l’Isofluorano ha causato una diminuzione della 
frequenza respiratoria rispetto al Desflurano.  
Tuttavia, EtCO2 non si è modificata e la differenza della frequenza respiratoria è 
improbabile che sia clinicamente significativa.  
La MAC è 1,32% nei polli (Gallus gallus domesticus), 1,30% in anatre di Pechino (Anas 
platyrhynchos domesticus), 1,34% in gru del Sandhill (Canadensis del Grus), ma solo 1,07% 
in pappagalli, dimostrando alcune significative variazioni specie-specifiche.  
La concentrazione di Isofluorano richiesta per produrre apnea in anatre era 1,65 volte la 
MAC e 2 volte la MAC delle gru (questi valori sono inferiori a quelli di cani, gatti e cavalli). 
Se l'anestesia chirurgica viene raggiunta nel 95% dei pazienti a 1,3 × MAC, l'anestesia con 
Isofluorano ha un margine di sicurezza basso per quanto riguarda il rischio di apnea. 
Oltre alla depressione cardiopolmonare, gli anestetici inalatori possono causare aritmie 
cardiache nei volatili.  
Le aritmie cardiache sono state notate in 35-75% delle aquile calve (leucocephalus 
Haliaeetus) anestetizzate con isofluorano. 
In entrambi questi studi, il blocco cardiaco di secondo grado era l'aritmia più diffusa.  
In uno studio, si sono verificati durante l'induzione e il recupero nel 80% dei casi, e la causa 
è stata attribuita al rilascio di catecolamine.  
Le aritmie cardiache sono anche comunemente rilevate in altre specie, ma l’esperienza 
degli autori consiglia che sono più comuni nei rapaci. 
La stabilità cardiaca è un vantaggio evidente nell’anestesia con l’Isofluorano negli uccelli 
rispetto all’alotano [22]. 
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La maggior parte degli uccelli possono essere anestetizzati con 4-5% isofluorano o 6-8% 
sevofluorano, mantenuti sui 1-2% isofluorano o 2-4% sevofluorano, somministrato con 
ossigeno attraverso il tubo endotracheale o con la maschera facciale [19, 21]. 
Per la maggior parte delle anatre e delle piccole oche selvatiche il dosaggio è più alto (al 
4% con un flusso di ossigeno minimo di 1 L / min.), se ci sono delle resistenze eccessive 
all’induzione si può aumentare fino al 5% anche se sarebbe meglio considerare l’utilità di 
una premedicazione sicura [22]. 
Il sevofluorano ha una migliore solubilità rispetto all’isofluorano o all’alotano, essendo 
molto bassa permette una induzione e risveglio rapidi, così come i cambiamenti sono 
rapidi quando l’anestesia diventa più profonda. 
Ha un odore meno irritante rispetto ad altri inalanti e nei pazienti pediatrici umani viene 
utilizzato di routine per l'induzione con la maschera per evitare che si agitino a causa di 
odore.  
Mentre il costo dell’agente è molto superiore Isofluorano, molti professionisti usano il 
sevofluorano per l'induzione per poi passare alla Isofluorano (più conveniente) per il 
mantenimento. 
Nei piccioni (Columbia livia) e nelle aquile calve (leucocephalus Haliaeetus), i tempi di 
induzione e di recupero con sevofluorano sono più veloci rispetto all’isofluorano, ma il 
tempo di induzione e il tempo di estubazione non variano in modo significativo. 
Possono verificarsi le aritmie, ma generalmente i recuperi sono buoni.  
Il sevofluorano somministrato al 3,5% permette un adeguato piano di anestesia in 
Caracaras crestato (Caracara plancus), con una significativa diminuzione della frequenza 
respiratoria (RR), pressione arteriosa (BP), la temperatura della cloaca e pH del sangue 
(tempo di induzione e il tempo di recupero non sono stati registrati). 
Inoltre, in diverse specie di psittacidi, i tempi di recupero (estubazione, sternale, e in piedi) 
non sono risultati significativamente differenti tra i due agenti, ma gli uccelli 
soggettivamente apparivano meno atassici. 
Il tempo di intubazione era più lungo con il sevofluorano (≥4.4 minuti) rispetto 
all’Isofluorano (tuttavia, questo è stato attribuito alla somministrazione del sevofluorano 
sotto il sospetto di una alterata MAC negli uccelli).  
In amazzone di Hispaniola (Amazona ventralis), il tempo di intubazione (38 ± 2 secondi) è 
stato rapido, con sevofluorano, attribuendo questo risultato alla maggiore 
concentrazione usata durante l'induzione.  
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Il tempo di estubazione era rapido (2,3 ± 0,4 minuti). 
In polli (Gallus gallus), la MAC del sevofluorano è risultata essere 2,21% ± 0,32%, che è 
all'interno dei valori attribuiti ai mammiferi.  
A questa concentrazione, la frequenza cardiaca non è cambiata in modo significativo e le 
aritmie cardiache non sono state osservate fino a 2 volte il valore della MAC.  
In un altro studio effettuato sui polli (Gallus gallus), è stata evidenziata l’ipotensione 
durante la ventilazione sia spontanea che controllata; l’ipotensione dose-dipendente è 
stata osservata durante la ventilazione controllata.  
Si è verificata la tachicardia durante la ventilazione spontanea, mentre la frequenza 
cardiaca è rimasta invariata durante la ventilazione controllata.  
Tuttavia, nella amazzone di Hispaniola (Amazona ventralis), la bradicardia è stata 
osservata dopo 25 minuti con la ventilazione controllata. 
Aumenti di PaCO2 (≤86 mm Hg) si sono verificati con maggiore concentrazione di 
sevofluorano durante la ventilazione spontanea.  
Per spiegare il mantenimento delle pressioni sanguigne arteriose e la frequenza cardiaca 
negli uccelli spontaneamente ventilati è stato ipotizzato un aumento dell’ipercapnia 
indotta dal tono simpatico.  
Sia nei polli (Gallus gallus) che nelle amazzone di Hispaniola (Amazona ventralis) è stata 
osservata una bradipnea significativa [22]. 
La portata totale di gas dovrebbe essere circa due o tre volte il volume stimato al minuto 
della respirazione dell’uccello, per esempio circa 750 ml di una gallina domestica adulta, 
250 ml in un piccione e 25 ml in un pappagallino ondulato [19].  
È importante ricordare che il flusso continuo di gas anestetici freschi e di ossigeno 
comportano un abbassamento rapido della temperatura corporea intraoperatoria, 
soprattutto se tali flussi presentano di partenza delle temperature molto basse. 
Utilizzando ossigeno a temperatura ambientale o in ambiente riscaldato si riduce questo 
rischio, in più l’esposizione a temperature molto fredde facilita il restringimento delle 
strutture metalliche e delle guarnizioni causando possibili perdite di gas [22]. 
Il risveglio dall'anestesia è generalmente molto rapido, può essere velocizzato 
interrompendo la somministrazione di anestetico gassoso e aumentando la 
somministrazione di ossigeno, così facendo si svuotano i sacchi aerei dall’anestetico fino 
a che non si ha il recupero dei riflessi e il posizionamento in stazione bipodale [19].  
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Una premedicazione adeguata con dei farmaci iniettabili può permettere una maggiore 
stabilità a livello cardiaco e polmonare del paziente, permette di utilizzare in quantità 
minore gli agenti anestetici gassosi durante le procedure chirurgiche e può fornire anche 
una copertura analgesica adeguata che non viene garantita dagli anestetici inalatori. 
I farmaci maggiormente utilizzati per la premedicazione o l’induzione antecedente 
all’anestesia gassosa sono la ketamina, il butorfanolo, la medetomidina e il midazolam 
anche se sono stati effettuati studi nelle specie aviari anche per gli altri anestetici 
iniettabili. 
Naturalmente l’obiettivo dovrebbe essere sempre quello di dare quel tanto che basta di 
agente o agenti iniettabili per rendere il volatile inconscio e di utilizzare solo la quantità 
di anestetico inalatorio necessaria per il mantenimento dell’anestesia [17, 21, 26, 27]. 
 
3.4 FARMACI ANESTETICI INIETTABILI  
Gli anestetici iniettabili sono una importante famiglia di composti considerati 
particolarmente utili sia per l’induzione dell’anestesia, seguita da una anestesia inalatoria, 
per l'anestesia di breve durata o come alternativa agli anestetici inalatori quando le 
procedure richiedono periodi prolungati di anestesia [28].  
Vengono utilizzati per migliorare l'affidabilità dell’anestesia e la velocità di inizio d'azione 
(per esempio gli anestetici dissociativi sono comunemente utilizzati in combinazione con 
altri farmaci come α2-agonisti adrenergici ed oppioidi) [29]. 
In diverse situazioni gli anestetici iniettabili sono preferibili agli inalatori, per esempio 
negli interventi che coinvolgono le strutture della testa e del collo (gli interventi su becco, 
bocca, glottide o la trachea sono complicati dalla presenza del tubo endotracheale) 
oppure per le chirurgie all'interno della cavità celomatica, nel sistema respiratorio o alle 
ossa pneumatiche in quanto espongono il personale ad alti livelli di anestetici inalatori 
[29]. 
Oltre a questo principale vantaggio è evidente che sono farmaci con un basso costo 
rispetto agli anestetici gassosi, presentano una maggiore facilità d'uso e una maggiore 
rapidità nell’induzione all’anestesia.  
Inoltre non sono necessarie attrezzature costose per la loro somministrazione o per il 
mantenimento dell'anestesia, e l'inquinamento ambiente è molto difficile [17].  
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Date le difficoltà di trasporto degli anestetici inalatori e delle bombole di ossigeno 
compresso, non è sorprendente che gli anestetici iniettabili sono stati valutati per la loro 
utilità negli ambulatori da campo [29].  
Per le anestesie prolungate si possono utilizzare delle somministrazioni mediante 
infusione continua degli anestetici o tramite iniezioni intermittenti di agenti iniettabili 
(boli). 
Infatti l’Anestesia Totale Endovenosa (TIVA) permette di non usare gli anestetici gassosi 
durante l’anestesia, ma per ottenere una anestesia più lineare si preferisce utilizzare 
un’anestesia endovenosa parziale (PIVA) utilizzando una combinazione di anestetici 
gassosi e iniettabili, offrendo numerosi vantaggi rispetto l’utilizzo dei soli agenti gassosi 
[28]. 
Tuttavia, gli svantaggi associati all'uso di tali farmaci includono le grandi variazioni tra le 
specie di uccelli e tra gli individui in termini di dose e di risposta, la difficoltà nella 
realizzazione di un volume sicuro per i piccoli uccelli, la facilità di ottenere un 
sovradosaggio con qualsiasi via di somministrazione, la difficoltà nel mantenere un piano 
anestetico coerente senza avere una grave depressione cardiopolmonare e la possibilità 
elevata di avere un risveglio prolungato e violento.  
Sfruttando le conoscenze attuali sui loro effetti, i principi farmacologici che si applicano ai 
mammiferi si applicano anche agli uccelli, anche se il pensiero più frequente e comune 
identifica tutti gli uccelli come simili tra loro e farmacologicamente appartenenti ad un 
unico gruppo di soggetti con la stessa risposta metabolica. 
Questa ipotesi errata può portare ad avere una efficacia limitata del farmaco, o ad un suo 
effetto collaterale per intossicazione, anche tra specie strettamente correlate. 
Occorrono quindi metodi alternativi per determinare la somministrazione sicura, ma 
efficace, della dose dei farmaci da utilizzare nei volatili. 
Il ridimensionamento allometrico e le differenze di metabolismo di ogni specie sono i 
principi razionali su cui basarsi per determinare i dosaggi ottimali dei farmaci e per 
ottenere l’effetto ottimale in base alla loro farmacocinetica, è per questo che è 
fondamentale conoscere il peso dei pazienti prima di somministrare qualsiasi tipo di 
agente anestetico iniettabile. 
Ad esempio Il dosaggio di orientamento per l'uso della ketamina negli uccelli riflette il 
concetto allometrico che le dosi di farmaco sono inversamente proporzionali alla massa 
corporea, infatti la dose raccomandata per la ketamina in un piccolo psittacide di peso 
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inferiore a 100 g è 0,07-0,10 mg/g per via intramuscolare, mentre un uccello del peso 
superiore ai 500 g dovrebbe ricevere 0,03-0,06 mg/g (IM) [17].  
Ci sono poche informazioni sulla farmacodinamica dei farmaci comunemente usati negli 
uccelli, è noto però che molti farmaci iniettabili hanno una elevata variabilità di effetti 
nelle specie su cui si utilizzano, e tra le specie ogni individuo può avere risposte variabili 
allo stesso farmaco [29, 17].  
Come ad esempio gli studi sulla ketamina effettuati nelle varie specie di volatili 
dimostrano che nei grandi gufi cornuti (Bubo bubo) e gufi delle nevi (Bubo scandiacus) la 
miscela racemica di questo farmaco induce tipicamente una anestesia che garantisce un 
inadeguato contenimento chimico [17]. 
Quando i grandi gufi cornuti (Bubo bubo) ricevono solo l’isomero destrogiro di ketamina, 
l'induzione dell'anestesia è lineare e l’insorgenza di aritmie cardiache è minore, mentre 
l’isomero levogiro della ketamina è associato ad un rilassamento muscolare insufficiente, 
con aritmie cardiache e un eccitazione durante la fase di recupero [29, 17].  
Non è ancora noto se queste differenze siano dovute alle diverse vie metaboliche dei 
farmaci tra gli uccelli, alla produzione di metaboliti farmacologicamente attivi, a 
differenze nei tipi di recettori o alla sensibilità recettoriale stessa [17]. 
Oltre a queste problematiche legate alle caratteristiche intrinseche delle specie, tali 
farmaci presentano variabilità di efficacia e di dosaggio in base al metodo di 
somministrazione. 
Ad esempio, nelle anatre domestiche, la somministrazione intramuscolare di molti 
anestetici non è efficace, evidenziando lo scarso assorbimento dei farmaci nel tessuto 
muscolare, mentre la somministrazione per via intranasale non determina nessun effetto. 
Questo è dovuto al fatto che i siti dei recettori specifici per molti degli agenti endovenosi 
sono localizzati nel sistema nervoso centrale, a differenza degli anestetici gassosi che non 
hanno tale specificità ma agiscono sulle membrane cellulari e sono generalmente più 
inclini a determinare effetti collaterali indesiderati sulla funzione delle cellule del corpo al 
di fuori della sistema nervoso centrale. 
È vero anche che questi effetti collaterali degli anestetici endovenosi sono analoghi a 
quelli di alcuni agenti inalatori, ma va considerato che la grande differenza tra questi 
gruppi di anestetici è che l'azione degli agenti endovenosi non è così rapidamente 
reversibile in quanto, a differenza degli agenti gassosi, essi non possono essere allontanati 
dal corpo. 
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Gli anestetici per via endovenosa devono essere somministrati in dosi adeguate per poter 
produrre la perdita di coscienza con una sola iniezione, nel tempo che intercorre tra 
l’iniezione e l’entrata in circolazione fino ad arrivare al cervello, in modo che la dose possa 
essere titolata in base alle caratteristiche dell'animale.  
I farmaci con un inizio d’azione più lento, come la ketamina, sono più difficili da utilizzare 
come agenti di induzione.  
La rapidità di effetto richiede che il farmaco sia lipofilo a pH fisiologico e deve anche essere 
non tossico per qualsiasi organismo, organo o tessuto, oltre ad essere anallergico. 
La velocità di azione di questi farmaci varia in base alla biotrasformazione in metaboliti 
attivi, all’insaturabilità (anche ad alti dosaggi) dei sistemi enzimatici e all’escrezione che 
può avvenire a livello epatico e/o renale [29].  
Gli anestetici iniettabili maggiormente utilizzati nei volatili sono i sedativi e i tranquillanti, 
uniti all’azione analgesica degli oppioidi per ottenere una buona premedicazione che 
garantisca un’ottima gestione del paziente durante l’anestesia di tipo inalatorio [29, 17, 
28]. 
Le risposte comportamentali alle diverse classi di sedativi variano considerevolmente tra 
le specie.  
Per esempio le fenotiazine e gli α2-agonisti sono sedativi efficaci in cani e gatti, ma non 
sono sedativi affidabili nei suini.  
Al contrario, le benzodiazepine (soprattutto il midazolm) sono efficaci sedativi in furetti, 
conigli, maiali ed uccelli, ma non sono sedativi affidabili in gatti e cani giovani [17].  
Anche la dose richiesta varia considerevolmente tra le specie, ad esempio gli α2-agonisti 
sono efficaci sedativi in cavalli e bovini, ma la dose di xylazina efficacie per i cavalli è di 
circa dieci volte superiore a quella utile per i bovini. 
La selezione dei sedativi per le specie diverse da quelle per cui il farmaco è approvato e 
per gli animali con diversi problemi comportamentali e medici può essere difficile senza 
una conoscenza approfondita degli effetti fisiologici delle diverse classi di sedativi.   
Possiamo distinguerli per le loro caratteristiche bio-chimiche e funzionali in 4 gruppi: 
1. α2-agonisti adrenergici: xilazina, medetomidina, detomidina e romifidina 
2. Derivati Fenotiazinici: acepromazina, clorpromazina, promazina e 
propionylpromazine 
3. Butirrofenoni 
4. Benzodiazepine: diazepam, midazolam e zolazepam 
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3.4.1 Benzodiazepine   
Il composto clordiazepossido venne introdotto nel 1955 e da quel momento in poi i 
farmaci appartenenti al gruppo delle benzodiazepine (classificate come farmaci ansiolitici 
e sedativi/ipnotici) sono stati ampiamente utilizzati in medicina umana e veterinaria, 
anche se le loro applicazioni veterinarie sembrano essere state più limitate.  
Nell’uomo i farmaci di questo gruppo sono utilizzati per fornire: 
o Effetto ansiolitico 
o Sedazione e ipnosi 
o Effetti anticonvulsivanti 
o Rilassamento muscolare  
o Amnesia retrograda 
Esiste una vasta gamma di composti differenti che sono impiegati per uno o più di questi 
effetti, ma differiscono per biodisponibilità, tipo di somministrazione e la durata d’azione. 
Le benzodiazepine esercitano la loro principale attività sedativa attraverso la depressione 
del sistema limbico e la loro proprietà di rilassanti muscolari attraverso l'inibizione dei 
neuroni intercalari a livello spinale.  
La loro azione avviene attraverso la stimolazione di specifici recettori per le 
benzodiazepine (BZ), e ci sono ben sei varianti di siti specifici [30].  
Le interazioni del ligando con i siti specifici sono insolite in quanto si possono identificare 
tre tipologie di azione: agonisti, agonisti inversi, e antagonisti.  
Agenti che aumentano l’effetto dei recettori dell’acido γ-amminobutirrico (GABA), definiti 
vincolanti, ed agenti che si legano ai recettori GABA inducendo le correnti di ione cloruro 
vengono definiti agonisti e determinando (nella maggior parte degli animali) effetti 
sedativi, ansiolitici, miorilassanti e anticonvulsivanti [17].  
Altri riducono l’attività sia dei GABA vincolanti che dei GABA inducenti il flusso di cloro; 
essi sono noti come agonisti inversi (ritenuti responsabili dell'ansia e delle convulsioni) e 
come agenti aventi proprietà analettiche.  
Il terzo gruppo è composto dagli antagonisti veri sia dei GABA vincolanti che dei GABA 
inducenti il flusso di cloro, i quali si legano ai recettori ma non hanno alcuna efficacia nel 
sito, quindi bloccano o invertono gli effetti degli agonisti o agonisti inversi (il flumazanil è 
il farmaco appartenente a questo gruppo). 
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È stato affermato che il GABA è uno dei due maggiori trasmettitori amminoacidici inibitori 
nel sistema nervoso centrale (cervello, cervelletto e nei gangli autonomi) in quanto la 
maggior parte dei neuroni del sistema nervoso esprimono recettori GABAergici sulle 
membrane cellulari, l'altro è la glicina (che agisce su midollo spinale, tronco cerebrale e 
nella retina) [31].  
Nella trasmissione neuronale sono coinvolti tre tipi principali di recettori GABA (GABa, 
GABAb, GABAc) che si trovano in siti pre e post-sinaptici, e presentano almeno otto siti di 
legame [32].  
In realtà i recettori che interagiscono con le benzodiazepine per espletare la propria 
azione di cooperazione con il GABA sono il tipo A e B [33]. 
Il complesso recettoriale GABAa presenta un canale ligando-dipendente per il cloruro che 
è costituito da un poro centrale circondato da cinque subunità glicoproteiche (due 
subunità α, due subunità β e una subunità γ). 
Il recettore GABAb è un recettore metabotropo costituito da una singola subunità 
glicoproteica che è strettamente associata con una proteina G, la quale è accoppiata 
direttamente con un canale del potassio o di calcio o ad un secondo enzima messaggero 
all’interno del sistema (ciclasi o fosfolipasi C).  
Per l’attivazione di questo recettore occorre il legame della molecole di GABA ad una 
subunità del recettore. 
Entrambi questi recettori hanno una azione di tipo inibitorio, per attivarsi necessitano del 
legame con la molecola GABA, anche se i GABAa necessita di ioni cloruro per generare 
veloci potenziali postsinaptici mentre i GABAb metabotropici aumentano la conduttanza 
di potassio lentamente e generano lenti potenziali postsinaptici. 
Il sito di legame per le Benzodiazepina, così come i siti di legame per altri anestetici 
iniettabili (barbiturici, propofol, e etomidato), si trova sul complesso recettoriale GABAa. 
Le benzodiazepine rendono vincolante il legame tra l’acido γ-amminobutirrico e il 
Recettore GABA, aumentando la frequenza di apertura del canale stesso. 
Entrambi i meccanismi aumentano la conduttanza del cloruro e iperpolarizzano la 
membrana cellulare, riducendone l’eccitabilità neuronale.  
Le benzodiazepine non hanno una attività agonista intrinseca e non possono alterare la 
conduttanza del cloro in assenza di GABA.  
Questa mancanza di attività intrinseca limita la depressione del SNC e fornisce alle 
benzodiazepine un margine molto più ampio della sicurezza rispetto ai Barbiturici [17].  
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È stato dimostrato invece che il sevofluorano a concentrazioni utilizzate per l’anestesia 
clinica, attiva entrambi i tipi di recettori determinando l’inibizione dell'ippocampo [34]. 
La modulazione della neurotrasmissione GABA-mediata gioca un ruolo importanti nella 
nocicezione a livello sovraspinale, in quanto l’attivazione dei recettori GABA inibisce le vie 
discendenti antinocicettivi e migliora la sensibilità a stimoli nocivi.  
Infatti, la somministrazione sistemica di benzodiazepine e barbiturici antagonizza l’effetto 
analgesico degli oppioidi.  
Tuttavia, a livello spinale, l’attivazione dei recettori GABAa e GABAb produce un effetto 
antinocicettivo, e l'antagonismo dei recettori GABAb spinali può contribuire allo sviluppo 
di allodinia [35]. 
È molto difficile, se non impossibile, indurre l’anestesia con le benzodiazepine in animali 
sani, ed è per questo che vengono utilizzati in combinazioni con farmaci come gli oppioidi 
[36].  
Quando vengono utilizzate per le premedicazione a dosi sub-anestetiche permettono di 
ridurre notevolmente la dose richiesta degli agenti anestetici utilizzati successivamente, 
ma quando vengono utilizzati in combinazione si perde il loro vantaggio di provocare 
effetti cardiovascolari e respiratori minimi [37].  
La maggior parte delle benzodiazepine hanno un’alta biodisponibilità per via orale e molte 
possono anche essere somministrato per via intramuscolare o endovenosa.  
Quando vengono somministrate per via endovenosa l’azione avviene nel tempo 
necessario a raggiungere la circolazione generale, ma vi sono marcate differenze tra gli 
individui nella sensibilità al farmaco e possono essere necessari diversi minuti per 
evidenziare gli effetti massimi.  
Il metabolismo è di tipo epatico e in molti casi i metaboliti sono attivi, anche più attivi del 
composto originario, e tendono a prolungarne gli effetti.  
Negli animali sani a causa della formazione di questi metaboliti attivi, vengono perse le 
proprietà ansiolitiche che dovrebbero indurre la sedazione e il farmaco può provocare un 
mutamento comportamentale rendendo il paziente incontrollabile in quanto rimuovono 
le inibizioni (un fenomeno osservato anche nelle persone) [37]. 
Essi vengono utilizzati in combinazione con altri farmaci per la produzione di sedazione e 
analgesia, per la sedazione di animali mantenuti in terapia intensiva e per contrastare le 
proprietà convulsivanti e allucinatorie della ketamina.  
In molti animali le benzodiazepine hanno la proprietà di stimolare appetito [38]. 
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Il diazepam è stato ampiamente utilizzato proprio per questo motivo nei gatti che 
mostravano anoressia a seguito di varie patologie, e con dosi fino a 1 mg/kg ripristina con 
successo le normali abitudini alimentari.  
Tuttavia, in gatti debilitati il dosaggio di 0,05-0,1 mg/kg per via endovenosa (EV) sono 
solitamente adeguati e la dose di 0,4 mg/kg non dovrebbe essere superata se la sedazione 
profonda non è avvenuta [39]. 
Può causare irritazione muscolare se fuoriesce dalla via endovenosa, e può essere 
antagonizzato con l’utilizzo di flumazenil [21]. 
Una importante caratteristica del diazepam è che la sua azione è breve e il recupero non 
è prolungato, determinando una buona qualità di sedazione sia da solo che con la 
ketamina, e migliora la gestione dei volatili diminuendone lo stress [40]. 
Nel gruppo delle benzodiazepine disponibili, Il diazepam, il midazolam, e lo zolazepam 
sono gli agonisti più comunemente utilizzati negli animali.  
Diazepam e midazolam sono utilizzati principalmente come sedativi, miorilassanti, e 
anticonvulsivanti, abbreviano i tempi di recupero diminuendo la dose degli altri anestetici 
(per esempio Il diazepam alla dose di 0,5-2 mg/kg permette di diminuire la dose di 
ketamina a 10-20 mg/kg e il midazolam alla dose di 0,5-1,5 mg/kg permette di ridurre il 
dosaggio della ketamina a 10 mg / kg) [20]. 
Lo zolazepam è disponibile in combinazione con un anestetico dissociativo (tiletamina), 
che è stato approvato per l'uso come anestetico in cani e gatti negli Stati Uniti [17, 39]. 
Negli uccelli le benzodiazepine possono provocare eccitazione, tachicardia e tachipnea se 
somministrate per via endovenosa, gli autori raccomandano di utilizzare una titolazione 
precisa del dosaggio per evitare l'inversione improvvisa degli effetti desiderati (ansiolisi, 
sedazione e rilassamento muscolare). 
Negli uccelli acquatici premedicati con diazepam o midazolam si possono evidenziare 
periodi di apnea durante la fase di induzione con la maschera. 
Ciò non è legato all’azione delle benzodiazepina ma è dovuto ad una risposta allo stress 
(spesso chiamato, impropriamente, come “risposta alle immersioni”) mediata da recettori 
del nervo trigemino nel becco e narici, per cui il respiro viene trattenuto e il flusso 
sanguigno viene deviato preferenzialmente ai reni, cuore e cervello [20]. 
Il midazolam (più potente del diazepam) è stato il più utilizzato nei volatili, a dosaggi 
compresi tra 0,2 e 2,0 mg/kg per via intramuscolare soprattutto per le procedure meno 
 ANESTESIA AVIARE 
42   
 
dolorose (principalmente radiografie), le dosi più basse sono utilizzate più spesso per la 
sedazione preanestetica [41]. 
Uno studio effettuato sulle oche Canadesi (Branta canadensis) ha evidenziato che il 
midazolam (2 mg/kg IM) induce una sedazione adeguata per scopi radiografici, e la 
sedazione effettiva ha una durata fino a 20 min. dopo l'iniezione, senza alterare la 
pressione arteriosa media ne l’emogasanalisi arterioso (rimasti invariati rispetto 
all’attività basale dei soggetti in analisi). 
In uno studio sulle quaglie (Coturnix coturnix), è stato iniettato il midazolam alla dose di 6 
mg/kg per via intramuscolare e ha determinato una sedazione profonda in nove dei dieci 
uccelli (soltanto in un soggetto si è evidenziata una sedazione media). 
Il picco degli effetti della sedazione si manifestava a 10 min. dalla somministrazione del 
farmaco e, come evidenziato dall’attività cardiaca e dalla frequenza respiratoria, l’attività 
cardiopolmonare rimaneva inalterata. 
Il midazolam sembra essere un farmaco sicuro che può essere utilizzato per facilitare 
l'induzione all’anestesia o per fornire un periodo variabile di sedazione per effettuare le 
procedure minori non dolorose, come la radiografia. 
In rapaci e piccioni (Columba livia) gli effetti del midazolam possono durare per diverse 
ore dopo la cessazione dell'anestesia, prolungando la fase di risveglio e di recupero (anche 
se può essere considerata un caratteristica indesiderabile di molti farmaci) [17].   
 ANESTESIA AVIARE 
43   
 
 
3.5 Midazolam 
 
3.5.1 Meccanismo di azione 
Il nome chimico del midazolam è 8-cloro-6- (2-fluorofenil) -l-metil-4H-imidazo (l, 5-a) (l, 4) 
–Benzodiazepine. 
Il pH della formulazione parenterale è 3,5 e il farmaco è sensibile alla luce (come il 
diazepam) [25].  
La soluzione acquosa non è dolorosa per via endovenosa (per la mancanza del glicole 
propilenico), non causa tromboflebite (a differenza del diazepam), e può essere 
somministrato per via intramuscolare [24, 23].  
Presenta una potenza di azione circa due volte maggiore rispetto al diazepam, ma ha una 
durata di azione più breve.  
La struttura molecolare è costituita da un anello imidazolico che passa dalla forma chiusa 
a pH <4 (forma idrosolubile) alla forma aperta a pH fisiologici di 7,5 (forma liposolubile) 
entrando nei fluidi corporei inalterata [23].  
Queste caratteristiche permettono la miscelazione di questo farmaco con altri farmaci 
idrosolubili e non ne permette l’assorbimento da parte della plastica [42].  
Lo studio della farmacocinetica del midazolam nei cani indica che è quasi completamente 
(> 90%) assorbito dopo l’iniezione intramuscolare e le concentrazioni plasmatiche di picco 
vengono raggiunte in 15 min.  
Il farmaco ha la capacità di legarsi alle proteine (> 95%) rimanendo in circolo e può 
attraversare rapidamente la barriera emato-encefalica [25].  
Viene metabolizzato nel fegato e nell’uomo la sua emivita è sensibilmente inferiore a 
quella del diazepam, si accumula un quantità minore e il recupero è più rapido [24]. 
A livello epatico viene idrossilato e i coniugati (glucoroconiugati) vengono escreti nelle 
urine e tra i metaboliti prodotti da tale catabolismo si crea un metabolita attivo (1-
idrossimidazolam) che ha attività depressiva sul SNC irrilevante dal punto di vista clinico. 
Dopo la somministrazione EV di midazolam (0,5 mg/kg), il volume di distribuzione, 
l’emivita, l’eliminazione e la clearance sono di 3,0 L/kg in 77 min. (27 ml/kg al min.) [25]. 
In cani trattati con midazolam (0,5 mg/kg EV) e Ketamina (10 mg/kg EV) in bolo, l'emivita 
prima dell’eliminazione del midazolam è di 28 min. [25]. 
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Nei cani anestetizzati con enflurano, il volume di distribuzione, l’emivita prima 
dell’eliminazione e la clearance del midazolam somministrato per via endovenosa in bolo 
sono di 3,9 L/kg in 98 minuti (29 mL/kg al min.) [25]. 
Nei suinetti a cui è stato somministrato midazolam (0,4 mg/kg) EV o intranasale, l'emivita 
di eliminazione era pari rispettivamente a 138 e 158 min. [25]. 
La biodisponibilità è del 64% e la concentrazione plasmatica massima viene raggiunta 
entro 5 minuti dopo la somministrazione intranasale. 
Il midazolam è più lipofilo rispetto al diazepam e ha una affinità due volte maggiore per il 
recettore specifico per le benzodiazepine. 
Sembra anche avere un maggiore effetto sedativo del diazepam nella maggior parte delle 
specie.  
L'insorgenza di sedazione e rilassamento muscolare è rapida dopo la somministrazione 
per via EV o IM nella maggior parte delle specie [25]. 
Nella maggior parte dei cani premedicati con il midazolam (0,5 mg / kg), EV o IM, il 
rilassamento muscolare, l’atassia, l’agitazione transitoria o la lieve sedazione si risolvono 
rapidamente [25]. 
Queste proprietà hanno portato questo farmaco ad essere utilizzato per le sedazioni e 
l'induzione dell'anestesia [24]. 
 
3.5.2 Effetti collaterali e controindicazioni  
Come la maggior parte delle benzodiazepine ha minimi effetti sui sistemi respiratori e 
cardiovascolari e in combinazione con gli oppioidi è stato ampiamente utilizzato 
nell'uomo per la chirurgia cardiaca [37].  
Il midazolam produce effetti minimi sulla funzione cardiopolmonare nei mammiferi ma 
anche negli uccelli, nei quali può provocare eccitazione, tachicardia e tachipnea se 
somministrate per via endovenosa.  
Nei cani si può evidenziare l’aumento della frequenza cardiaca e della gittata cardiaca del 
10% al 20% dopo somministrazione endovensa di midazolam a dosi di 0,25 e 1,0 mg/kg 
[25].  
Nei suini, anche se diminuisce la frequenza cardiaca del 20% e la frequenza respiratoria 
del 50%, i valori dei gas ematici e i valori cardiaci non hanno nessun cambiamento dopo 
l'iniezione intramuscolare (IM) midazolam (0,1 mg/kg) [25]. 
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Nei cani la somministrazione EV concomitante di midazolam con la ketamina induce 
cambiamenti della funzione cardiopolmonare paragonabili a quelli indotti da diazepam e 
ketamina [25].  
 
3.5.3 Applicazioni ed usi 
È probabilmente il sedativo più sottoutilizzato in medicina veterinaria (per esempio in 
Canada o negli Stati Uniti, il midazolam non è approvato per l'uso in animali). 
Il midazolam è comunemente utilizzato per migliorare il rilassamento muscolare e 
facilitare l'intubazione in cani e gatti in cui è stata somministrata in concomitanza la 
ketamina. 
Viene utilizzato a dosaggi compresi tra 0,1 e 0,2 mg/kg (EV) per effettuare una 
premedicazione che permette di ridurre la dose utile per l’induzione con barbiturici o 
Propofol, e diminuire la concentrazione di Isofluorano necessaria per mantenere 
l'anestesia durante la chirurgia. 
Più comunemente vengono usati dosaggi compresi tra 0,2 e 0,4 mg/kg IM (nei cani) o in 
combinazione con oppioidi (butorfanolo, idromorfone, o ossimorfone) per indurre effetti 
sedativi-analgesici [23].  
Può essere utilizzato come sedativo superiore in animali debilitati, in associazione con la 
ketamina, tiopentale, propofol o etomidato (dosaggio da 0,1 a 0,2 mg/kg EV) per ottenere 
un’ottima induzione o in associazione con oppioidi per sedare animali più anziani 
(soprattutto nei cani).  
Come il diazepam anche il midazolam (0,2 mg/kg EV) diminuisce la potenza assoluta 
dell’elettroencefalogramma nei cani anestetizzati con isofluorano. 
Nei gatti il midazolam per via IV o IM somministrato con una vasta gamma di dosaggi (da 
0,05 a 5 mg/kg), determina un ottimo rilassamento muscolare ma si ha anche eccitazione 
in molti soggetti che possono diventare molto difficili da gestire. La stessa alterazione 
comportamentale può verificarsi anche nei gatti premedicati con midazolam e ketamina, 
manifestando eccitazione o vocalizzazioni durante la fase di recupero.  
In contrasto con tali effetti sui gatti e sui cani, il midazolam produce un’eccellente 
sedazione e rilassamento muscolare in molti altri piccoli mammiferi (furetti e conigli), 
alcuni grandi mammiferi (suini) e in molti uccelli, sia da solo che in combinazione con 
oppioidi. 
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Inoltre viene somministrato in combinazione con anestetici iniettabili per migliorare il 
rilassamento muscolare e per ridurre la dose di anestetico necessaria per indurre 
l’anestesia. 
In furetti e conigli, il midazolam viene somministrato per via IM a dosi di 0,5 a 1,0 mg/kg, 
singolarmente o in combinazione con oppioidi (butorfanolo o idromorfone), prima 
dell'induzione all’anestesia con la ketamina, producendo eccellenti sedazioni e 
miorilassamento. Può anche essere somministrato per via intranasale nei conigli alla dose 
di 2,0 mg/kg.  
Il midazolam è anche un ottimo sedativo per la maggior parte degli uccelli sottoposti a 
procedure diagnostiche di routine. 
In suinetti e suini adulti, il midazolam è un efficace sedativo quando somministrato per 
via IM o intranasale alla dose di 0,1 a 0,2 mg/kg, da solo o in combinazione con oppioidi, 
prima dell'induzione con la ketamina.  
Può anche essere combinato con la ketamina per immobilizzare i suini per le procedure 
diagnostiche e facilitare il posizionamento dei cateteri EV [25].  
La combinazione di midazolam (0,25 mg/kg) e metoclopramide (3,3 mg/kg) produce una 
buona sedazione nei suini anche se nessuno dei due farmaci da solo determina una 
sedazione in questi animali [25, 24]. 
Anche nei suini, il midazolam (0,3 mg/kg) è stato utilizzato per via IM con droperidolo (0,5 
mg/kg) per produrre un’eccellente sedazione [24]. 
Oltre all’azione sedativa, il midazolam possiede attività anticonvulsivante e può essere 
utilizzato nella maggior parte delle specie con gli stessi dosaggi del diazepam [25].  
A causa della sua azione breve, il midazolam viene utilizzato in infusione continua quando 
vi è la necessità di mantenere la sedazione costante, in particolare durante il periodo di 
risveglio e di recupero [23].  
La via di somministrazione intramuscolare del midazolam non ha prodotto gravi 
alterazioni della funzione cardiopolmonare in oche del Canada (Branta canadensis) [41], 
nella quaglia (Coturnix coturnix) [43], e nei piccioni (Columba livia) [44, 45]. 
Sempre nei piccioni (Columba livia), il midazolam alla dose di 14-16 mg/kg (IM) induce una 
sedazione profonda e una riduzione della MAC di isofluorano di circa ⅓ [44, 45]. 
In pappagalli e rapaci, il midazolam con dosi che vanno da 0,5 a 1,0 mg/kg per via IM, solo 
o in combinazione con butorfanolo prima dell'induzione all’anestesia con isofluorano o 
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sevofluorano, produce una lieve o moderata sedazione e ottimo rilassamento muscolare 
[17]. 
È inoltre efficace come sedativo in quaglie (Coturnix coturnix), oche (Anser anser) e cigni 
(Cygnus cygnus) quando somministrato per via IM a dosaggi compresi da 2 a 4 mg/kg [41].  
Nelle quaglie (Coturnix coturnix), il midazolam (2-6 mg/kg IM) ha effetti moderati, ma a 
dosaggi più alti determina una sedazione di 40-60 minuti [43].  
Nei parrocchetti dal collare (Psittacus krameri), il midazolam somministrato per via 
intranasale, solo o in combinazione con la ketamina, determina una sedazione che 
permette di avere il decubito dorsale e un’adeguata sedazione per le procedure più 
semplici [46].  
La combinazione midazolam/ketamina EV produce un’anestesia completa con un pieno 
recupero in 23 minuti nelle anatre (Anas platyrhynchos) [47]. 
La somministrazione intranasale di midazolam (0,5 mg/kg) è stata utilizzata anche per 
facilitare la troncatura del becco e la raccolta di campioni organici in are (Ara macao) [22].  
Alcuni studi hanno evidenziato la possibilità di avere rigurgito associato all’uso del 
midazolam (0,25-1,0 mg/kg IM), e in alcuni animali si è fermato solo dopo la 
somministrazione di flumazenil.  
Questo dimostra che il midazolam può essere somministrato a bassi dosaggi senza 
determinare gravi problematiche nei volatili, ma va sempre valutata la via di 
somministrazione e la specie in cui viene utilizzato, il tutto coadiuvato da un monitoraggio 
costante del paziente [22].  
  
 ANALGESIA NELLE SPECIE AVIARE 
48   
 
4 ANALGESIA NELLE SPECIE AVIARE 
Negli uccelli la mancanza di un tipo antropocentrico di risposta al dolore non significa 
necessariamente che non percepiscono il dolore o che il dolore non causa loro angoscia.  
Il comportamento o le variabili fisiologiche associate al dolore non sono state 
adeguatamente caratterizzate negli uccelli.  
Sono stati identificati tre tipi di nocicettori negli uccelli: nocicettori termici, meccanici e 
nocicettori ad alta soglia che sono naturalmente polimodali e rispondono alla 
stimolazione meccanica, termica e chimica [48, 49, 50, 51]. 
I recettori specifici per gli oppioidi sono rilevabili già in embrioni di pulcini di 10 giorni, e 
recettori oppioidi μ, δ, e κ negli uccelli sono distribuiti in modo simile nel proencefalo e 
mesencefalo come si è visto nei mammiferi, con prevalenza dei recettori κ nelle poche 
specie studiate, ma con ampia variabilità esistente anche tra i ceppi della stessa specie 
[52, 53, 54, 55, 56, 57, 58]. 
In generale il riconoscimento del dolore nelle specie aviare è simile a molte specie 
selvatiche, ma gli uccelli non tendono a mostrare palesemente i segni del dolore con 
evidenti comportamenti (questo perché nelle situazioni di pericolo tali comportamenti 
potrebbero attirare attenzioni indesiderate) [59, 60, 61]. 
Per questo motivo le specie aviarie dimostrano segni comportamentali più sottili o criptici 
del loro disagio, è importante che le osservazioni comportamentali vengano effettuate al 
momento opportuno per ogni specie, come ad esempio l'osservazione delle specie 
notturne di notte [62, 63, 64]. 
Gli uccelli che sono abituati alle manipolazioni possono mascherare cambiamenti 
fisiologici spesso associati al dolore, come ad esempio aumenti della temperatura 
corporea, alterazione della frequenza respiratoria o l’aumento degli ormoni dello stress.  
Tuttavia, gli uccelli che si sono ambientati possono più facilmente dimostrare 
comportamenti dolorosi, come il continuo controllo del corpo o lo strabismo degli occhi 
[65, 66].  
Nei polli, aumenti della pressione sanguigna sono stati costantemente associati a 
procedure dolorose (tuttavia, la misurazione della pressione arteriosa non è sempre 
possibile) [67]. 
L'immobilità è una constatazione condivisa da numerose specie aviari e nelle specie sociali 
si può notare generalmente l’isolamento dal gruppo [68, 69].  
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Molte specie di uccelli che vengono manipolate per procedure che danno un dolore acuto 
rispondono con vocalizzazioni, movimenti eccessivi e manifestano la reazione di fuggire, 
ma con un aumento dello stimolo doloroso tornano all'immobilità [70].  
Normalmente uccelli con comportamento mansueto possono reagire al dolore in modo 
aggressivo. 
Con dolore prolungato si nota spesso diminuzione dell'appetito e depressione delle 
attività, in particolare i comportamenti come il pavoneggiarsi o la pulizia del corpo, anche 
se in alcuni individui, in particolare con psittacidi e mynahs (Sturnidae), si può avere un 
aumento delle pulizie corporali e comportamenti distruttivi rivolti al proprio piumaggio 
[67, 62]. 
L’analgesia è fondamentale negli uccelli, permette di ridurre il tempo necessario per 
tornare a mangiare normalmente, velocizza i tempi necessari per ottenere i normali 
comportamenti, permette di ridurre le dosi di anestetico necessarie per l’induzione se 
somministrati prima dell'intervento e determina una minore insorgenza di ferite da 
autotraumatismo post chirurgia [71, 72].  
Le categorie di farmaci utilizzati fondamentalmente per ottenere l’analgesia sono due: gli 
oppioidi e i FANS [73, 74, 20]. 
Altri farmaci, come gli antagonisti NMDA, non sono stati valutati, mentre terapie 
complementari (come l'agopuntura, fisioterapia, e l'uso di nutraceutici) sono considerati 
aneddoticamente efficaci e necessitano di un ulteriori studi per avere maggiori 
approfondimenti [75, 76, 77]. 
 
4.1 Oppioidi 
In contrasto con gli studi sugli effetti analgesici degli oppiacei nei mammiferi, l'obiettivo 
degli studi dell’effetto degli oppioidi sugli uccelli è stato quello di valutare l'effetto sul 
comportamento appreso, non l’analgesia di per sé [17, 21]. 
Gli oppioidi sono stati generalmente evitati negli uccelli, soprattutto in quelli acquatici, a 
causa del timore della depressione respiratoria, ma la preponderanza di recettori oppioidi 
κ a livello cerebrale determina risposte variabili rispetto ai mammiferi [78, 79].  
Recenti studi sugli oppioidi suggeriscono che i loro effetti analgesici nei volatili possono 
essere molto variabili e contrastanti. 
In uno studio la morfina produce iperalgesia, mentre in un altro ha prodotto analgesia, al 
contrario uno studio effettuato sui polli indica che i deficit motori associati alla 
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somministrazione di morfina possono mascherare gli effetti analgesici dei farmaci 
oppioidi [17, 80, 81].  
Ad esempio, il fentanil (0,01 e 0,02 mg/kg IM) viene rapidamente assorbito quando 
somministrato ai cacatua bianchi (Cacatua alba) e la sua emivita di eliminazione è di 1,2 
a 1,4 h.  
Nello stesso studio, è stato dimostrato che, in termini di risposta al dolore, non vi era 
alcuna differenza nei tempi di risposta tra l'iniezione di soluzione salina e il fentanil a 0,02 
mg/kg (via intramuscolare o per via sottocutanea), anche se per 2 ore i livelli plasmatici 
del farmaco erano a concentrazioni considerate analgesiche nell'uomo. 
Tuttavia, portandolo a 0,2 mg/kg ha prodotto una risposta analgesica positiva, ma questo 
dosaggio richiede un grande volume di farmaco (circa 2,3 ml per 572 gr di peso) e 
determina eccitazione in alcuni soggetti [16, 82]. 
Sono ancora sotto studio le velocità di infusione degli oppioidi in falchi dalla coda rossa 
(Buteo jamaicensis), ma il fentanil ha permesso di abbassare notevolmente la dose 
minima di isofluorano (da 31-55%), quindi potrebbe avere maggiori applicazioni cliniche 
come analgesico intraoperatorio [83]. 
La buprenorfina (0,05 mg/kg, IM) dato ad anatre domestiche (Anas platyrhynchos) 1 ora 
prima dell’induzione con isofluorano ha effettivamente ridotto la reazione agli stimoli 
dolorosi, ma ha avuto forti effetti di depressione respiratoria [84, 85]. 
In morette la buprenorfina (0,06 mg/kg IM) è stata somministrata al momento della 
induzione dell'anestesia per fornire un’analgesia postoperatoria [86].  
Nei pappagalli cenerini (Psittacus erithacus), la buprenorfina (0,1 mg/kg IM), oppioide 
agonista parziale, non ha avuto effetti analgesici rispetto alla soluzione salina [17]. 
La buprenorfina somministrata a livello intra-articolare nel pollame domestico, o per via 
intramuscolare alla dose di 0,1 mg/kg nei pappagalli grigi africani (Psittacus erithacus), 
non ha determinato un effetto analgesico [87, 88, 89, 20]. 
Tuttavia a 0,25 e 0,5 mg/kg nei piccioni (Columba livia), è stato associato con una risposta 
analgesica positiva, rispettivamente per 2 e 5 ore (merita ulteriore studio) [90]. 
Un altro κ-agonista e parziale μ-antagonista che può avere un impiego clinico futuro è la 
nalbufina cloridrato. 
Questo oppioide ha dimostrato di determinare leggeri livelli di sedazione con la 
somministrazione per via intramuscolare, causando una leggera depressione respiratoria, 
ma ha determinato un aumento della soglia termica corporea in pappagalli amazzone di 
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Hispaniola (Amazona venralis) per un massimo di 3 ore quando utilizzato con dosaggi di 
12,5 mg/kg (però aumentando il dosaggio della nalbufina non è aumentato l’effetto 
analgesico) [22].  
La farmacocinetica del tramadolo è stata studiata in aquile calve (Haliaeetus 
leucocephalus), falchi dalla coda rossa (Buteo jamaicensis), Pavone (Pavo cristatus) e 
pappagalli amazone di Hispaniola (Amazona ventralis) con dosi orali tra 5 e 11 mg/kg, e 
riesce a raggiungere livelli sierici equiparabili con quelli analgesia degli esseri umani [91, 
92, 93, 94]. 
Studi preliminari sulla sua efficacia contro stimoli termici nocivi in pappagalli Amazzone 
Hispaniola (Amazona ventralis) hanno rivelato che un dosaggio di 30 mg/kg fornisce 
analgesia fino a 6 ore, indicando che dosi più elevate possono essere necessarie per avere 
un effetto clinico e che esiste una significativa variabilità interspecifica [93, 62, 95, 96]. 
Sulla base di studi di farmacodinamica e di esperienza clinica, l'oppiaceo raccomandato 
per l’analgesia nei volatili è il butorfanolo ad un dosaggio di 1-5 mg/kg per via 
intramuscolare ogni 3-24 ore, in quanto ha scarsa disponibilità orale (somministrato per 
via orale (5 mg/kg) a pappagalli di amazzone di Hispaniola (Amazona ventralis) aveva 
meno del 10% di biodisponibilità). 
Gli oppioidi agonisti del recettore К, come il butorfanolo, sembrano essere analgesici 
efficaci sui piccioni (Columba livia), forse perché i recettori К per gli oppioidi 
rappresentano il 76% dei recettori totali presenti nel tessuto prosencefalico di piccione 
(marcato con la radiomarcatura). 
È stato dimostrato che il butorfanolo produce analgesia nella famiglia dei Cacatuidi e nel 
pappagallo cenerino (Psittacus erithacus), con dosaggi pari a 3-4 mg/kg o 1 mg/kg per via 
intramuscolare o 0,02-0,04 mg/kg per via endovenosa, riducendo anche la quantità di 
isofluorano utilizzato durante l'anestesia [17, 26]. 
Tuttavia, non ha prodotto gli stessi risultati nell’amazzone a fronte blu (Amazona aestiva), 
indicando l’evidente variabilità di specie a questo dosaggio. 
È stato usato a 2 mg/kg per via intramuscolare in pappagalli di amazzone di Hispaniola 
(Amazona ventralis) come analgesico e sedativo preoperatorio, successivamente indotto 
con sevofluorano per una procedura di endoscopia, dimostrando di essere un farmaco 
sicuro e efficace. 
Non causa disforia ma può determinare una soppressione dell’attività respiratoria come 
effetto collaterale e richiede metabolismo epatico per l'escrezione [20, 26]. 
 ANALGESIA NELLE SPECIE AVIARE 
52   
 
In studi di farmacocinetica, l'emivita è solo di 1-2 ore, quindi la somministrazione 
frequente può essere necessaria a seconda delle necessità cliniche (si può ripetere le dosi 
fino a tre volte al giorno) ma in alcune specie, in particolare Buteo sp., rapaci e corvidi, si 
può avere profonda sedazione con dosaggi più elevati. [20, 69, 97, 98, 99] 
Il butorfanolo (1 mg/kg) in combinazione con midazolam (2 mg/kg) è stato usato come 
premedicazione per l'anestesia con l’isofluorano in un germano reale (Anas 
platyrhynchos) [100].  
La premedicazione con butorfanolo (1 mg/kg IM) o morfina (0,1-3,0 mg/kg IV) permette 
una riduzione dose-dipendente di anestetici inalatori in polli (Gallus gallus) [101] e nei 
pappagalli (Psittacidi) [102], ma non nei tacchini (Meleagris) [103].  
Invece in anatre arlecchino (Histrionicus histrionicus), la somministrazione in preanestesia 
di butorfanolo (0,5-2,0 mg/kg IM) non riduce il fabbisogno di isofluorano per la chirurgia 
[22].  
Una formulazione sperimentale di butorfanolo incapsulato in liposomi è promettente per 
il futuro in quanto fornisce effetti analgesici per 3-5 giorni dopo una singola iniezione 
sottocutanea di 15 mg/kg [104, 105, 106].  
Questi studi suggeriscono che, per l'analgesia nei volatili, gli oppioidi hanno poca efficacia 
clinica [65, 62, 107, 108].  
Un altro studio basato sulla dimostrazione degli effetti eccitatori degli oppioidi sui volatili 
ha evidenziato che bassi dosaggi degli stessi (sufentanil al dosaggio 0,005 mg/kg) 
inducono sicuramente eccitazione e iperreattività emodinamica [109].  
Ma quando gli oppioidi sono combinati con i farmaci sedativi si ottiene un sinergismo che 
aumenta la sedazione e l’analgesia rispetto all’uso dei singoli farmaci separatamente, 
prevenendo gli eventuali effetti eccitatori dati dagli oppioidi proprio grazie all’azione dei 
sedativi stessi. 
La gamma di combinazioni tra sedativi ed oppioidi utilizzati per la sedazione e il controllo 
degli animali selvatici è molto vasta (soprattutto nei mammiferi), ma esistono pochi studi 
sui volatili, questo perché sono imprevedibili gli effetti degli oppioidi su questi animali e 
la loro risposta comportamentale agli stimoli algici non è definita.  
La profondità della sedazione raggiunta dipende principalmente dall’oppioide impiegato, 
ottenendo una sedazione che può essere anche molto potente (considerando le grandi 
dosi di potenti oppioidi come il fentanil o alfentanil), purtroppo l’alto dosaggio degli 
oppioidi può determinare una grave depressione respiratoria.  
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Il termine neuroleptanalgesia è stato utilizzato per descrivere la combinazione degli 
oppioidi con le fenotiazine o i butirrofenoni (neurolettici), e tali combinazioni possono 
essere utilizzate in due modi: 
 Gli oppioidi a dosaggi relativamente bassi possono essere utilizzati per diminuire 
l’agitazione degli animali o come premedicazione prima di un’anestesia generale;  
 Gli oppioidi a dosi elevate possono essere utilizzati per deprimere 
sufficientemente il sistema nervoso centrale permettendo di eseguire un 
intervento chirurgico.  
Quest'ultimo caso è definito “neuroleptoanestesia”, ed era effettuata come anestesia per 
le chirurgie, ma è associata ad una profonda depressione respiratoria e non dovrebbe 
essere effettuata se non è possibile avere un ottimo supporto per le vie respiratorie [96]. 
È stato dimostrato in uno studio sui conigli bianchi della Nuova Zelanda premedicati con 
medetomidina e successivamente sottoposti ad una TIVA con sufentanil e midazolam, che 
tali farmaci determinano un'induzione e un recupero ottimali (senza eccitazione e con 
rilassamento muscolare), ma con marcata ipotensione e depressione respiratoria che 
richiede una ventilazione meccanica (un’ulteriore valutazione sarebbe necessaria per 
determinare se il protocollo è utile per i conigli sottoposti a chirurgia) [110].  
Le composizioni contenenti miscele di tranquillanti e oppioidi (come fentanil o 
butirrofenone) sono utilizzate per produrre una sedazione profonda con una analgesia 
sufficiente per procedure quali endoscopia o apertura di un ascesso superficiale, ma non 
sono sufficienti per gli interventi di chirurgia maggiore.  
I vantaggi di queste composizioni sono rappresentati dalla facilità di gestione, un ampio 
margine di sicurezza, un risveglio tranquillo nel periodo postoperatorio, la reversibilità 
degli effetti utilizzando antagonisti dei narcotici (come naloxone) e la tolleranza da parte 
degli animali in cattive condizioni fisiche.  
Gli svantaggi includono una risposta variabile in alcune razze, il verificarsi di movimenti 
spontanei, la necessità di impiegare analgesia locale quando deve essere eseguita una 
chirurgia maggiore, e la possibilità di avere una depressione respiratoria grave [96, 109, 
111, 112]. 
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4.2 Sufentanil 
 
4.2.1 Meccanismo di azione  
Studi effettuati sia in vivo che in vitro hanno evidenziato che il sufentanil ha una elevata 
selettività per i recettori µ rispetto al fentanil, metadone, morfina e petidina, e tale 
selettività è 100 volte maggiore rispetto quella per i recettori δ. 
Ha elevata potenza analgesica: studi effettuati nel cane hanno dimostrato che la sua 
potenza analgesica è 625 superiore alla morfina e 5-10 volte più elevata del fentanil [24].  
Il margine di sicurezza (rapporto tra dose endovenosa che determina gravi effetti 
collaterali cardiovascolari e la dose che determina analgesia) è 6 volte maggiore di quella 
del fentanil [113, 114]. 
È altamente liposolubile, attraversa rapidamente la barriera ematoencefalica 
determinando un rapido raggiungimento dell’equilibrio di distribuzione tra plasma e 
liquido cefalorachidiano (circa 5 minuti). 
Il sufentanil è caratterizzato da un importante first pass polmonare, che causa il sequestro 
del 50% del principio attivo in questo compartimento già dopo 10 minuti dalla 
somministrazione endovenosa [115, 116, 117]. 
Ha un elevato potere di legame con le proteine (α1-glicoproteine) plasmatiche (92%) 
nell’uomo. 
L’incremento di legame dipende dal pH sanguigno, tendente all’aumento in presenza di 
alcalosi, ma è indipendente dalla concentrazione del farmaco. 
Il pKa a PH fisiologico è lo stesso della morfina (8,0) e ciò comporta che solo il 20% del 
principio attivo si trovi in forma non ionizzata. 
La metabolizzazione avviene a livello epatico attraverso processi di N-dealchilazione, 
demetilazione ossidativa e idrossilazione aromatica. 
Nel cane la maggior parte dei metaboliti vengono eliminati con le urine (60%) e con le feci 
(40%) [118, 119]. 
 
4.2.2 Effetti collaterali e controindicazioni 
A differenza di altri oppioidi, il sufentanil non sembra determinare gravi alterazioni della 
funzione cardiocircolatoria: gittata cardiaca, resistenze periferiche e pressione sanguigna 
rimangono nei valori di riferimento. 
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Studi effettuati sul cane hanno dimostrato che non produce depressione cardiovascolare 
neppure in soggetti affetti da stenosi coronarica. 
Non determina rilascio di istamina e questo spiega la scarsa tendenza a causare 
vasodilatazione e ipotensione rispetto alla morfina. 
Determina però depressione respiratoria dose-dipendente caratterizzata da riduzione 
della frequenza respiratoria che può evolvere in apnea, riduzione del volume tidalico e 
aumento dell’EtCO2. 
Mentre nell’uomo si manifesta rigidità muscolare a livello toracico e movimento tonico-
clonici dopo la somministrazione di “oppioidi di nuova generazione”, questi effetti non 
sembrano essere importanti nel cane e gatto (probabilmente per l’utilizzo di dosaggi più 
bassi). 
Nel cane il sufentanil induce miosi e lievi alterazioni della motilità gastrointestinale. 
Influisce in maniera minima sulla pressione intracranica se viene mantenuta un’adeguata 
ventilazione. Pochi minuti dopo la somministrazione di sufentanil compare scialorrea, 
probabilmente per nausea, e polipnea o panting (effetto secondario comune anche ad 
altri oppioidi a breve azione), probabilmente causata da effetti sul centro termoregolatore 
ipotalamico [118, 119]. 
 
4.2.3 Applicazioni ed usi 
Il sufentanil è utilizzato in medicina veterinaria come componente analgesica 
dell’anestesia bilanciata, come supplemento agli anestetici volatili o nell’anestesia totale 
endovenosa come agente primario. 
La via di somministrazione d’elezione è quella endovenosa, con un rapido onset e breve 
durata d’azione che ne permettono l’utilizzo in boli ripetuti o in infusione continua che 
garantisce un’ottimale stabilità del piano anestetico. 
La dose di carico è 0,5 µg/kg (EV) (lentamente in 3 minuti) seguita da infusione continua 
con dose variabile di 0,5-4 µg/kg/h (EV). Questi dosaggi sono sufficienti per gestire gli 
stimoli dolorifici, anche marcati, nella maggior parte degli interventi chirurgici. 
In caso di necessità, si può aumentare la dose somministrata senza ottenere effetti 
indesiderati se non quelli di depressione respiratoria, proprio grazie all’ampio margine di 
sicurezza del farmaco. 
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Nel caso non sia possibili la somministrazione in infusione continua, si possono 
somministrare per via endovenosa dei boli di farmaco al dosaggio di 0,05-0,2 µg/kg ogni 
5-10 minuti o a seconda delle esigenze analgesiche. 
Nel caso di somministrazioni per via intramuscolare (in premedicazione o se non è 
possibile ottenere un accesso vascolare), si preferisce aumentare la dose di carico fino a 
1 µg/kg. 
Dosi comprese tra 0,5-1 µg/kg (EV), riducono la richiesta di tiopentale di circa 50-60%, 
assicurando buona stabilità emodinamica, durante l’intubazione di pazienti sani. 
Nel gatto l’utilizzo di sufentanil, senza il contemporaneo utilizzo di agenti sedativi, può 
provocare disforia. 
Questo farmaco non è impiegato con la stessa frequenza del fentanil, ma è da considerare 
un farmaco d’elezione quando si voglia ottenere un protocollo anestetico con stabilità 
cardiovascolare ottimale, oppure quanto il dolore perioperatorio sia molto intenso e non 
facilmente gestibile con gli oppioidi più comuni [118]. 
Esistono anche altre vie di somministrazione come l’epidurale e la intratecale, per il 
controllo del dolore durante il parte, ma anche per interventi ortopedici o di chirurgia. 
Il sufentanil è senza dubbio superiore la fentanil sotto vari aspetti, purtroppo il costo 
leggermente più elevato e la scarsa confidenza che molti medici veterinari hanno con 
questa molecola sono ancora dei deterrenti importanti per la sostituzione del fentanil 
[118]. 
Riguardo al costo, va precisato che, considerando il basso dosaggio di impiego e la 
presenza di omologhi generici, il sufentanil risulta ad oggi molto competitivo rispetto al 
fentanil. 
Naturalmente, come per gli altri oppioidi, può essere facilmente antagonizzato dal 
naloxone [24, 29]. 
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5 STUDIO CLINICO 
 
5.1 INTRODUZIONE  
Come ampiamente discusso in 3.2 la premedicazione è fondamentale per facilitare la 
gestione di un paziente difficilmente maneggevole e facilmente stressabile come un 
volatile, è utile per diminuire il quantitativo di anestetici da utilizzare per effettuare una 
anestesia totale e può permettere una migliore anestesia anche in campo quando non è 
possibile gestire al meglio i pazienti. 
Naturalmente non tutte le premedicazioni sono ottimali, o danno gli stessi effetti nelle 
varie specie, o permettono di ottenere una sedazione e analgesia sicura nei pazienti. 
 
5.2 SCOPO DELLA TESI  
L’obiettivo di questo lavoro è stato quello di valutare gli effetti sedativi e cardio-respitatori 
di differenti dosaggi di midazolam e sufentanil e della loro associazione nel gabbiano 
reale, con lo scopo di determinare una premedicazione ottimale che abbia minimi effetti 
indesiderati, determini la massima maneggevolezza dei pazienti minimizzandone lo 
stress, utilizzando degli anestetici facilmente gestibili e che possono essere 
antagonizzabili. 
 
5.3 MATERIALI E METODI 
Il progetto di studio è stato approvato dal Comitato Etico di Ateneo per la sperimentazione 
animale dell’Università di Pisa (CEASA) ed è stato condotto presso il centro di recupero 
per la fauna selvatica CRUMA (Centro di Recupero Uccelli Marini e Acquatici) gestito dalla 
Lipu. 
Nello studio sono stati coinvolti 36 pazienti aviari appartenenti alla specie di Larus 
michahellis (Gabbiano reale mediterraneo), pervenuti al CRUMA in seguito a lesioni 
traumatiche, fratture o intossicazioni. 
I pazienti sono stati ospedalizzati, le loro condizioni fisiche stabilizzate e solo dopo il loro 
recupero totale sono stati sottoposti allo studio anestesiologico e successivamente 
liberati.  
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5.3.1 Descrizione dei soggetti  
Nello studio sono stati arruolati 36 gabbiani che dovevano essere sottoposti a procedure 
diagnostiche per cui era necessario effettuare anestesie o sedazioni. 
I soggetti utilizzati per questo studio avevano un peso minimo di 0.8 kg e massimo di 1.6 
kg (peso medio 1.05 kg), con età superiore almeno ai 4 anni e alimentati con la stessa 
dieta. 
In tutti i soggetti erano stati misurati l’ematocrito e le proteine totali come parametri di 
discriminazione di buono stato di salute associato ad una visita clinica precedentemente 
allo studio. 
Prima del rilascio in voliera erano stati tenuti per circa un’ora sotto controllo, all’interno 
di stabulari interni alla struttura del CRUMA, per evidenziare eventuali reazioni 
inaspettate ai farmaci e ottenere la massima stabilità fisica e fisiologica prima della 
liberazione nel gruppo degli altri gabbiani. 
I 36 soggetti sono stati sottoposti in maniera casuale ai protocolli, ottenendo cosi 6 gruppi 
composti da 6 soggetti.  
I farmaci sono stati somministrati attraverso una iniezione per via intramuscolare a livello 
dei muscoli pettorali, successivamente i soggetti sono stati posti in appositi stabulari dove 
era possibile la manipolazione e il controllo da parte dell’operatore limitando al minimo 
le situazioni di pericolo e di danno sia per il volatile che per l’operatore stesso. 
Il sito di iniezione dei farmaci non era localizzato nello stesso punto di inoculo per tutti i 
soggetti; per i volumi molto elevati la somministrazione è stata suddivisa in diversi punti 
di inoculo ma sempre per via intramuscolare nel petto. 
Per evitare di ottenere dati potenzialmente aleatori che potevano invalidarne i risultati, 
lo studio è stato condotto in doppio cieco (nello specifico definito studio randomizzato in 
doppio cieco), ovvero l’operatore che effettuava la preparazione e le iniezioni dei farmaci 
non era lo stesso che effettuava i monitoraggi e che seguiva i soggetti antecedentemente 
e posticipatamente alla somministrazione dei farmaci. 
 
 
5.3.2 Protocolli anestesiologici utilizzati 
Lo studio è stato effettuato utilizzando midazolam e sufentanil a dosaggi diversi, 
singolarmente e in combinazione tra loro. 
Sono stati realizzati 6 diversi protocolli di seguito descritti: 
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 Protocollo A: midazolam al dosaggio di 1 mg/kg 
 Protocollo B: combinazione di midazolam al dosaggio di 1 mg/kg e sufentanil al 
dosaggio di 20 µg/kg 
 Protocollo C: sufentanil al dosaggio di 20 µg/kg 
 Protocollo D: sufentanil al dosaggio di 100 µg/kg 
 Protocollo E: combinazione di midazolam al dosaggio di 2 mg/kg e sufentanil al 
dosaggio di 100 µg/kg 
 Protocollo F: midazolam al dosaggio di 2 mg/kg 
 
5.3.3 Procedura  
Lo studio degli effetti anestesiologici dei farmaci è basato sulle risposte dei soggetti in 
esame successivamente alla somministrazione dei farmaci fino alla scomparsa di ogni 
alterazione fisica e comportamentale (ogni soggetto torna ad essere aggressivo, in 
stazione bipodale e in grado di camminare e volare). 
I parametri presi in considerazione sono stati distinti in parametri di sedazione e clinici 
come in Tabella 5-1 e 5-2. 
PARAMETRI DI SEDAZIONE 0 1 2 
Attività respiratoria Normale Polipnea / respiro 
a bocca aperta 
Apnea 
Attitudine generale  Eccitato Normale Tranquillo/ 
Disinteresse per 
l'ambiente 
Postura spontanea In stazione In decubito e 
capace di mettersi 
in stazione 
In decubito e 
incapace di 
mettersi in stazione 
Risposta a stimoli uditivi Presente e 
reagisce 
muovendosi 
Presente ma non 
reagisce 
Assente 
Arruffamento del 
piumaggio 
Assente Presente / 
Posizione delle palpebre Occhio aperto Occhio semichiuso Occhio chiuso 
Riflesso corneale Presente Assente / 
Aggressività Presente Ridotta Assente 
Tono mandibolare Presente Diminuito Assente 
Riflesso di retrazione Presente Moderato Assente 
Riflesso di ribaltamento Presente Moderato Assente 
Tabella 5-1 parametri qualitativi 
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PARAMETRI CLINICI Valori superiori 
alla media in T0 
Media dei valori 
registrati in T0 
Valori inferiori alla 
media in T0 
Frequenza respiratoria Tachipnea Normale Bradipnea 
Frequenza cardiaca Tachicardia Normale Bradicardia 
Tabella 5-2 parametri quantitativi 
 
Per la valutazione della sedazione dei soggetti sono stati monitorati 11 atteggiamenti che 
sono stati valutati numericamente con una scala da 0 a 2 come riportato in tabella 5.1. Il 
punteggio totale massimo era di 22 e il punteggio di sedazione è stato suddiviso in tre 
fasce: 0-7, sedazione lieve; 8-14, sedazione media; 15-22, sedazione profonda. 
Per i parametri clinici di frequenza cardiaca (FC) e frequenza respiratoria (FR) sono state 
registrate le frequenze reali dei singoli soggetti nel lasso di tempo di un minuto, 
successivamente sono state identificate le frequenze che si discostano dalla media e 
dall’attività basale come descritto di seguito. 
La frequenza respiratoria basale è stata calcolata secondo la formula 17,2 × (𝑊−0.31), 
dove il fattore W indica il peso del soggetto espresso in kg [120].  
Secondo tale formula la frequenza respiratoria basale per un soggetto di peso medio pari 
a 1,05 kg corrisponde a 17 APM (atti respiratori per minuto), con un range di riferimento 
che va da 18 APM nel soggetto di peso minore (0,8 kg) tra quelli utilizzati nello studio e 16 
APM nel soggetto di peso maggiore (1,34kg). 
La frequenza cardiaca basale è stata calcolata secondo la formula 155,8 × (𝑊−0.23), dove 
il fattore W indica il peso del soggetto espresso in kg [120].  
Secondo tale formula la frequenza cardiaca basale per un soggetto di peso medio pari a 
1,05 kg corrisponde a 154 BPM (battiti per minuto), con un range di riferimento che va da 
164 BPM nel soggetto di peso minore (0.8 kg) tra quelli utilizzati nello studio e 145 BPM 
nel soggetto di peso maggiore (1,34kg). 
Ogni parametro è stato registrato ogni 5 minuti, monitorando costantemente il soggetto 
e indicando eventuali effetti collaterali o alterazione dei parametri di base. Per 
evidenziare le differenze dei singoli parametri dai normali comportamenti e risposte dei 
soggetti alla manipolazione precedentemente alla somministrazione dei farmaci, è stata 
effettuata una visita al tempo T0 assegnando il valore minimo di ogni singolo parametro 
registrato e i valore reale della frequenza cardiaca e respiratoria. 
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5.3.4 Analisi dei dati 
I parametri di sedazione e clinici monitorati in questo studio sono successivamente stati 
messi a confronto tra i vari gruppi, ottenendo dei grafici che dimostrano la reale risposta 
dei soggetti ad ogni tipo di protocollo e per analizzare le differenze evidenti tra questi 
ultimi. 
Ogni monitoraggio è stato codificato in valore numerico, in modo da ottenere un valore 
medio tra i sei soggetti di ogni protocollo. 
Ogni dato medio è relativo al tempo di monitoraggio indicato con la lettera Tn, 
corrispondente al monitoraggio rilevato ogni 5 minuti consequenziali alla 
somministrazione dei farmaci. 
I dati sono stati analizzati per la distribuzione mediante il test di Kolmogorov-Smirnov.  
I dati della FC e FR per ogni gruppo sono stati analizzati nel tempo mediante analisi della 
varianza ad una via ANOVA per dati ripetuti con test di Tukey come post hoc e sono stati 
espressi come media e deviazione standard. 
I dati del punteggio della sedazione sono stati analizzati mediante test di Friedman e sono 
stati confrontati i valori registrati prima della sedazione (T0) con i valori seguenti e sono 
stati espressi come mediana e range. Sono stati considerati significativi valori per P< 0,05. 
 
5.4 RISULTATI  
 
5.4.1 Parametri di sedazione 
Di seguito sono riportatiti i dati relativi a 11 parametri di sedazione monitorati durante lo 
studio. 
L’andamento temporale del parametro “riflesso corneale” non viene mostrato sotto 
forma di grafico in quanto non è risultato alterato ed è rimasto costantemente presente 
in tutti i protocolli esaminati. 
 STUDIO CLINICO 
62   
 
5.4.1.1 Attività respiratoria 
 
Figura 5.1 Andamento temporale del parametro "attività respiratoria" 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha determinato mediamente per i primi 5 minuti un 
aumento della frequenza respiratoria, successivamente seguita da una diminuzione della 
frequenza respiratoria che tende al valore di T0 fino a 65 minuti circa, successivamente la 
frequenza respiratoria diminuisce e tende a rimanere bassa rispetto ai valori iniziali anche 
nella fase di risveglio dalla premedicazione. 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha determinato un 
innalzamento della frequenza respiratoria fino a 65 minuti (in media), successivamente la 
frequenza respiratoria si avvicina alla frequenza iniziale diminuendo leggermente anche 
durante la fase di risveglio. 
Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) determina mediamente un aumento della frequenza 
respiratoria per i primi 15 minuti, successivamente la frequenza respiratoria torna verso 
la frequenza iniziale. 
Il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) determina in media un aumento della frequenza 
respiratori che aumenta nei primi 15 minuti e perdura fino a 30 minuti, successivamente 
la frequenza respiratoria diminuisce fino a tornare alla frequenza respiratoria iniziale. 
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha determinato un aumento 
della frequenza respiratoria che è rimasta costante sugli stessi livelli iniziali e non è 
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diminuita neanche in fase di risveglio dalla premedicazione (la durata media di questo 
protocollo è di circa 4 ore e 25 minuti). 
Il protocollo F (midazolam 2 mg/kg) ha determinato una diminuzione della frequenza 
respiratoria che non presenza un andamento regolare ma tende rimanere bassa rispetto 
ai valori iniziali anche nella fase di risveglio dalla premedicazione. 
 
5.4.1.2 Attitudine generale 
 
Figura 5.2 Andamento del parametro "attitudine generale" 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha determinato rilassamento e tranquillità in tutti i 
soggetti per circa 1 ora e 25 minuti, con un picco massimo di rilassatezza e disinteresse 
per l’ambiente a 1 ora e 10/15 minuti, che perdura fino a 1 ora e 15/20 minuti; 
successivamente e gradualmente l’attività generale tende alla attività iniziale e i soggetti 
tornano ad essere agitati in media a 2 ore e 35/40 minuti. 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha un andamento simile al 
protocollo A ma più regolare e costante, i soggetti non raggiungono lo stesso grado di 
rilassatezza come nel protocollo A ma sono meno agitati e tranquilli per un tempo medio 
di 1 ora e 25 minuti, poi gradualmente tornano alla attività inziale (mediamente intorno a 
2 ore e 25/30 minuti). 
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Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) non ha determinato nessuna rilassatezza dei soggetti 
in esame ma ha causato un aumento di eccitabilità dei soggetti (con manifestazioni di 
euforia e disforia). 
Il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) ha determinato un lieve effetto rilassante, perdurato 
fino a 25/30 minuti post-iniezione (2 soggetti su 6), ma successivamente gli effetti 
diminuiscono fino al ritorno all’attività iniziale che avviene in circa 55 minuti dalla 
somministrazione dei farmaci. 
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha determinato una massima 
rilassatezza e disinteresse per l’ambiente esterno di tutti i soggetti fino ad 1 ora e 35, che 
è perdurata per circa 2 ore e 15 minuti, successivamente i soggetti sono tornati ad essere 
presenti e in grado di posizionarsi in stazione, gradualmente la premedicazione è 
diminuita terminando a circa 4 ore e 20 minuti. 
Il protocollo F (midazolam 2 mg/kg) ha mostrato un andamento simile al protocollo E ma 
non ha determinato una sedazione costante e reale; ha presentato picchi di rilassatezza e 
disinteresse per l’ambiente ( tra 45 e 80 minuti e 110 minuti dopo la somministrazione dei 
farmaci) ma la sedazione dei soggetti è risultata incostante ed è perdurata circa per 2 ore 
e 15 minuti, successivamente i soggetti sono tornati presenti e in grado di posizionarsi in 
stazione, gradualmente la premedicazione è diminuita terminando a circa 3 ore e 20 
minuti. 
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5.4.1.3 Postura spontanea 
 
Figura 5.3 Andamento temporale del parametro "postura spontanea" 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) non è stato costante e regolare, ha determinato 
incapacità di posizionamento in stazione alternata da fasi di piena capacità di 
posizionamento bipodale per circa 1 ora e 45/55 minuti, successivamente i soggetti 
riuscivano a posizionarsi in stazione dopo stimoli fisici fino a riuscire a posizionarsi 
autonomamente in stazione e camminare in media a 2 ore e 20 minuti circa. 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha indotto una maggiore 
sedazione per 1 ora e 5 minuti, determinando una difficoltà maggiore per i soggetti a 
posizionarsi in stazione, successivamente i soggetti risultavano più reattivi riuscendo a 
posizionarsi in stazione ma presentavano un picco di minore capacità a posizionarsi in 
stazione a 1 ora e 35 minuti (5 soggetti su 6), successivamente la capacità di posizionarsi 
in stazione veniva riacquistata a 2 ore e 5 minuti circa.  
Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) non ha determinato alterazioni evidenti nei soggetti, 
fatta eccezione per un soggetto che risultava meno reattivo a 20 minuti ma tornava a 
rispondere agli stimoli in maniera normale a 25 minuti. 
Il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) non ha determinato una rilassatezza tale da indurre 
i soggetti a stare in decubito, ma i soggetti sono rimasti sempre in stazione bipodale. 
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha determinato una buona 
sedazione in tutti i soggetti, che sono rimasti in decubito ed incapaci di posizionarsi in 
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stazione per circa 1 ora e 40 minuti, poi gradualmente la premedicazione terminava 
intorno a 3 ore e 45. 
Il protocollo F (midazolam 2 mg/kg) non è stato costante e regolare, determinava 
incapacità di posizionamento in stazione alternata da fasi di piena capacità di 
posizionamento bipodale per circa 2 ore, successivamente i soggetti riuscivano a 
posizionarsi in stazione dopo stimoli fisici fino a riuscire a posizionarsi autonomamente in 
stazione e camminare in media a 3 ore circa. 
 
 
5.4.1.4 Risposta a stimoli uditivi 
 
Figura 5.4 Andamento temporale del parametro "risposta agli stimoli uditivi" 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha determinato una diminuzione della risposta agli 
stimoli uditivi, gli effetti massimi si evidenziavano tra 15 e 25 minuti, a 35/45 minuti i 
soggetti risultavano più presenti, ma la sedazione determinava una nuova diminuzione 
della risosta agli stimoli uditivi con un secondo picco a 1 ora e 5 minuti; gradualmente la 
risposta tornava normale, intorno a 2 ore e 20/25 minuti dall’iniezione i soggetti 
rispondevano agli stimoli uditivi come al tempo T0. 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha determinato una sedazione 
poco costante ma con effetti evidenti, i soggetti non avevano risposta agli stimoli uditivi 
per un tempo medio pari a 45 minuti, con il picco massimo a 5/20 minuti, la diminuzione 
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degli effetti si aveva dopo circa 50/65 minuti, dopo 1 ora e 10 i soggetti erano presenti ma 
non rispondevano agli stimoli uditivi e gradualmente tornavano ai livelli iniziali intorno a 
2 ore e 25 minuti. 
Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) non ha alterato la risposta agli stimoli uditivi dei 
soggetti. 
Il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) non ha alterato la risposta agli stimoli uditivi (1 
soggetto su 6 ha presentato una diminuzione della risposta agli stimoli uditivi per i primi 
5/15 minuti).  
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha avuto un andamento più 
regolare rispetto gli altri protocolli, infatti i soggetti hanno mostrato una diminuzione della 
risposta agli stimoli uditivi per 1 ora e 5 minuti, in seguito i soggetti tornano ad essere 
gradualmente più presenti ma non rispondono agli stimoli uditivi in maniera ottimale fino 
a ad un tempo medio di 1 ora e 25/30 minuti, gradualmente i soggetti sono più reattivi e 
tornano ai livelli iniziali intorno a 3 ore e 45 minuti. 
Il protocollo F (midazolam 2 mg/kg) ha determinato una diminuzione della risposta agli 
stimoli uditivi, gli effetti massimi si evidenziavano tra 45 e 95 minuti, a 2 ore circa dalla 
somministrazione dei farmaci; i soggetti risultavano più presenti ma rimanevano meno 
reattivi rispetto a T0, la risposta tornava normale intorno a 2 ore e 15 minuti dall’iniezione 
dei farmaci. 
 
5.4.1.5 Arruffamento del piumaggio 
 
Figura 5.5 Andamento temporale del parametro "arruffamento del piumaggio" 
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Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha determinato arruffamento del piumaggio in due 
soggetti, a 1 ora e 5 minuti, 1 ora e 30 minuti e 1 ora e 45 minuti. 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha determinato arruffamento 
del piumaggio in 5 soggetti su 6, i picchi maggiormente manifestati avvengono 
mediamente tra 50 minuti (4 soggetti su 6), ad 1 ora e 15 minuti (3 soggetti su 6), e ad 1 
ora e 30/40 minuti (2 soggetti su 6). 
Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) non ha determinato arruffamento del piumaggio nei 
soggetti in esame. 
Il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) ha determinato arruffamento del piumaggio solo in 
un soggetto a 20 minuti dalla premedicazione. 
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) l’arruffamento del piumaggio 
si è manifestato in 5 soggetti su 6 nell’arco di tempo compreso tra 2 ore e 3 ore e 20 minuti 
(il 50 % dei soggetti presentano arruffamento a 2 ore e 50 minuti). 
Il protocollo F (midazolam 2 mg/kg) ha determinato arruffamento del piumaggio in 
quattro soggetti, nei primi 5 minuti, 2 ore e 10 minuti e 2 ore e 40 minuti. 
 
5.4.1.6 Posizione delle palpebre 
 
Figura 5.6 Andamento del parametro “posizione delle palpebre” 
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Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) non è stato costante: ha determinato chiusura delle 
palpebre a 10, 30, 45 minuti e 1 ora e 15 minuti, mentre dai primi 5 minuti fino a circa 2 
ore i soggetti presentavano palpebre semichiuse. 
Nel protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) i soggetti presentavano 
palpebre semichiuse per un tempo medio pari a 1 ora e 10 minuti, ma l’effetto della 
premedicazione tendeva gradualmente a diminuire e terminava intorno a 2 ore e 5 minuti. 
Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) e il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) non hanno 
determinato effetti sedativi, i soggetti hanno mantenuto le palpebre aperte. 
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha avuto un effetto maggiore, 
i soggetti presentavano palpebre chiuse per un tempo medio di 1 ora e 25, con un picco 
massimo a 25 minuti ed uno ad 1 ora e 50 minuti, (a 30 minuti il 50 % dei soggetti presenta 
palpebre aperte) gradualmente i soggetti erano più reattivi e le palpebre risultavano 
aperte intorno a 3 ore (soltanto un soggetto presentava palpebre semiaperte a 3 ore e 15 
minuti). 
Il protocollo F (midazolam 2 mg/kg) non è stato costante: ha determinato chiusura delle 
palpebre a 40 e 55 minuti, mentre dai primi 10 minuti fino a circa 2 ore i soggetti hanno 
presentato palpebre semichiuse. 
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5.4.1.7 Aggressività 
 
Figura 5.7 Andamento temporale del parametro “aggressività” 
Il protocollo A e B hanno presentato un andamento molto simile ma il protocollo B è 
risultato più regolare; la loro durata di azione è stata mediamente intorno a 2 ore e 25 
minuti. 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha determinato assenza di aggressività in tutti i 
soggetti per un tempo medio di 1 ora e 20 minuti, i soggetti tornavano ad essere più 
reattivi con aumenti di aggressività intorno a 2 ore circa. 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha indotto assenza di 
aggressività in tutti i soggetti per un tempo medio di 55/75 minuti, gradualmente i 
soggetti tornavano ad essere più reattivi ed aggressivi come al tempo T0 a circa 2 ore e 25 
minuti. 
Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) in media non ha determinato effetti importanti 
sull’aggressività, 2 soggetti su 6 sono divenuti poco meno aggressivi rispetto al tempo T0 
solo per i primi 5/10 minuti. 
Il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) ha determinato in media una riduzione 
dell’aggressività tra 10 e 20 minuti, ma il picco massimo è stato raggiunto a 15 minuti (50 
% dei soggetti), mentre i soggetti tornavano aggressivi in un tempo medio pari a 1 ora 
circa. 
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Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha permesso di avere assenza 
di aggressività per un tempo medio pari a 2 ore in tutti i soggetti, gradualmente tornavano 
ad essere più reattivi e ritornavano ad essere aggressivi mediamente intorno a 4 ore e 10 
minuti dalla somministrazione dei farmaci. 
Il protocollo F (midazolam 2 mg/kg), similmente al protocollo E, ha determinato assenza 
di aggressività per un tempo medio pari a 2 ore e 5 in tutti i soggetti, successivamente i 
soggetti tornavano ad essere più reattivi e aggressivi intorno a 3 ore e 25 minuti, più 
velocemente rispetto al protocollo E. 
 
5.4.1.8 Tono mandibolare 
 
Figura 5.8 Andamento temporale del parametro “tono mandibolare” 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha indotto una riduzione del tono mandibolare per 
un tempo medio pari a 1 ora e 25 minuti, con dei picchi di massimo effetto a 10 minuti, 
gradualmente il tono mandibolare è tornato come ai livelli iniziali intorno a 2 ore e 15 
minuti. 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha diminuito in modo elevato il 
tono mandibolare per un periodo medio di 35/40 minuti, gradualmente il tono 
mandibolare è tornato ad aumentare fino a tornare ai livelli iniziali intorno a 2 ore e 5 
minuti. 
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Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) non ha determinato il rilassamento mandibolare. 
Il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) ha determinato una lieve diminuzione del tono 
mandibolare nel 50 % dei soggetti a 10 minuti dalla somministrazione dei farmaci, ma il 
tono mandibolare è tornato presente come al tempo T0 intorno a 30/35 minuti. 
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha determinato assenza del 
tono mandibolare in tutti i soggetti fino a 1 ora e 50 minuti, poi il tono mandibolare è 
tornato ai livelli iniziali intorno a 2 ore e 50 minuti dalla somministrazione dei farmaci. 
Il protocollo F (midazolam 2 mg/kg) ha indotto una riduzione del tono mandibolare per 
un tempo medio pari a 1 ora e 50 minuti, con picchi di maggiore effetto a 40, 50 e 75 
minuti, gradualmente il tono mandibolare è tornato come ai livelli iniziali intorno a 2 ore 
e 15 minuti. 
Il tono mandibolare può essere considerato un importante indice della profondità della 
sedazione perché la sua assenza rende agevole l’intubazione del soggetto sedato. 
I protocolli A, C, D ed F non hanno determinato l’assenza del tono mandibolare, a 
differenza dei protocolli B ed E. 
Il protocollo E ha permesso di ottenere una sedazione profonda che ha annullato il tono 
mandibolare per una durata media pari a 110 minuti. 
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5.4.1.9 Riflesso di retrazione 
 
Figura 5.9 Andamento temporale del parametro “riflesso di retrazione” 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha determinato una minima diminuzione del riflesso 
di retrazione nel 50% dei soggetti in esame nei primi 15 minuti (soltanto 1 soggetto su 6 
ha dimostrato mancanza del riflesso di retrazione a 35 minuti). 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha determinato una 
diminuzione minima del riflesso di retrazione evidenziata nel 50 % dei soggetti 
mediamente tra 25 e 35 minuti. 
Il riflesso di retrazione è rimasto presente nel protocollo C (sufentanil 20 µg/kg), nel 
protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) e nel protocollo F (midazolam 2 mg/kg). 
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha provocato una totale 
assenza del riflesso di retrazione in tutti i soggetti nei primi 20 minuti, successivamente si 
è presentata una graduale ripresa del riflesso di retrazione che è tornato ai livelli iniziali 
nell’arco di 2 ore. 
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5.4.1.10 Riflesso di ribaltamento 
 
Figura 5.10 Andamento temporale del parametro “riflesso di ribaltamento” 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha determinato una lieve diminuzione del riflesso di 
ribaltamento per i primi 15/20 minuti (soltanto un soggetto ha presentato assenza del 
riflesso di ribaltamento da 15 a 65 minuti). 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha determinato una importante 
diminuzione del riflesso di ribaltamento per i primi 40 minuti, gradualmente gli effetti 
sono diminuiti fino a tornare completamente ai livelli iniziali a circa 1 ora e 25 minuti. 
Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) e il protocollo F (midazolam 1 mg/kg) non hanno 
alterato il riflesso di ribaltamento. 
Nel protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) si è presentata una lieve diminuzione del riflesso 
di ribaltamento nel 50 % dei soggetti nei primi 10/20 minuti, poi gradualmente il riflesso 
è tornato ai livelli iniziali a 35/40 minuti circa. 
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha avuto una durata maggiore, 
determinando assenza del riflesso di ribaltamento per i primi 20 minuti in tutti i soggetti, 
poi gradualmente gli effetti sono diminuiti fino a tornare ai livelli iniziali completamente 
a circa 3 ore dalla somministrazione dei farmaci.  
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5.4.2 Sedazione complessiva 
La somma dei suddetti punteggi impiegati è stata considerata come il punteggio 
complessivo di sedazione.  
Come si vede dal grafico Figura 5.11 Andamento temporale della sedazione nei diversi 
protocolli) il gruppo E è quello che ha mostrato i punteggi di sedazione più elevati e più 
duraturi. Il gruppo B ha mostrato punteggi superiori a 10 solo nei primi 45 minuti. Il gruppo 
A e il gruppo F hanno mostrato un andamento altalenante con punteggi di sedazione tra 
5 e 10. Il gruppo D ha mostrato punteggi bassi solo per i primi 30 minuti mentre il gruppo 
C non ha mostrato un aumento del punteggio di sedazione.  
L’analisi statistica in cui è stato confrontato il punteggio di sedazione a T0 (con i soggetti 
svegli) ha evidenziato: nel gruppo A differenze significative tra T0 vs T10-T20, T30-35, T45, 
T55, T65-75 (sedazione altalenante); nel gruppo B ha evidenziato una differenza tra T0 vs 
T5 fino a T65 (sedazione solida con onset rapido); nel gruppo C, non sono state evidenziate 
differenza con T0 (nessuna sedazione); nel gruppo D è stata evidenziata differenza tra T0 
vs T10-T15 (sedazione brevissima); nel gruppo E è emersa una differenza significativa tra 
T0 vs T5 fino a T80 (sedazione solida e lunga con onset breve); nel gruppo F è emersa 
differenza tra T0 vs T10 fino a T80 e poi di nuovo tra T0 vs T105 (sedazione solida, onset 
meno breve e con strascico). 
 
 
Figura 5.11 Andamento temporale della sedazione nei diversi protocolli 
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5.4.3 Durata della sedazione nei protocolli 
Ogni soggetto sottoposto alla studio è stato monitorato dal tempo T0 (momento in cui è 
stato sottoposto alla visita clinica) fino alla fine degli effetti sedativi del protocollo a cui è 
stato sottoposto. 
La fine di ogni sedazione corrispondeva al momento in cui l’operatore valutava la 
remissione dell’effetto sedativo, il soggetto risultava sveglio e poteva essere reintrodotto 
nella voliera esterna. 
Dopo il rilascio in voliera l’osservatore verificava sempre che i gabbiani fossero in grado di 
affrontare l’ambiente esterno e gli altri soggetti del gruppo, osservando a distanza per 
alcuni minuti le loro reazioni. 
Non sono mai stati riscontrati casi di disorientamento, difficoltà deambulatorie o 
problematiche comportamentali. 
Il tempo minimo di sedazione è stato riscontrato nel protocollo C (10 minuti del soggetto 
n.13) mentre il tempo massimo nel gruppo E (260 minuti del soggetto n.26). 
Considerando il tempo di rilascio in voliera un indice della durata dell’effetto sedativo dei 
protocolli, la durata della sedazione è stata suddivisa in tre categorie: 
 Breve tra 10 e 60 minuti 
 Media tra 61 e 140 minuti  
 Lunga tra 141 e 260 minuti 
Nella seguente tabella sono riportati i tempi di durata della sedazione in ogni soggetto e 
il tempo medio della durata della sedazione in ogni protocollo.  
Dall’analisi statistica è emerso che ci sono differenze significative tra tutti i gruppi tranne: 
Gruppo A vs Gruppo B; Gruppo C vs Gruppo D e Gruppo E vs Gruppo F. 
 
Gruppi Tipologia sedazione Durata sedazione (min) media ± dev st 
Gruppo A Media 118 ± 22 
Gruppo B Media 113 ± 21 
Gruppo C Breve 16 ± 5 
Gruppo D Breve 35 ± 14 
Gruppo E Lunga 191 ± 42 
Gruppo F Lunga 163 ± 24 
Tabella 5-3Tempistica del rilascio in voliera per ciascun soggetto, durata della sedazione e media del tempi di 
rilascio in voliera per ogni protocollo  
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5.4.4 Parametri clinici 
I parametri relativi alla frequenza respiratoria e cardiaca sono stati rilevati al tempo T0 e 
successivamente ogni 5 minuti. 
Nei seguenti grafici sono rappresentati gli andamenti e le variazioni di questi parametri 
nei diversi protocolli, utilizzando sia i valori reali delle frequenze rilevate che utilizzando 
un range di riferimento in percentuale che permetta di comprendere le variazioni rispetto 
al tempo T0 e ai valori delle frequenze basali. 
Il valore 0 indica una situazione pari a quella inizialmente registrata al tempo T0 o al livello 
basale calcolato, i valori inferiori o superiori allo zero indicano rispettivamente una 
diminuzione o un aumento della frequenza rispetto quella di riferimento (per esempio 1 
indica un incremento del 100 % rispetto al valore di riferimento, mentre - indica un 
decremento del 100 % rispetto al valore di riferimento). 
 
5.4.4.1 Frequenza respiratoria 
  
Figura 5.12Andamento temporale del parameto “frequenza respiratoria” in APM rispetto T0 e alla frequenza 
respiratoria basale    
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Figura 5.13 Andamento temporale del parametro “frequenza respiratoria” in % rispetto T0 
 
Figura 5.14 Andamento temporale del parametro “frequenza respiratoria” in % rispetto alla frequenza 
respiratoria basale 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha determinato un aumento della frequenza 
respiratoria nei primi 5 minuti (più del 60 % rispetto a T0) e successivamente una 
-100%
-80%
-60%
-40%
-20%
0%
20%
40%
60%
80%
100%
T0
=0
:0
0
T2
=0
:1
0
T4
=0
:2
0
T6
=0
:3
0
T8
=0
:4
0
T1
0
=0
:5
0
T1
2
=1
:0
0
T1
4
=1
:1
0
T1
6
=1
:2
0
T1
8
=1
:3
0
T2
0
=1
:4
0
T2
2
=1
:5
0
T2
4
=2
:0
0
T2
6
=2
:1
0
T2
8
=2
:2
0
T3
0
=2
:3
0
T3
2
=2
:4
0
T3
4
=2
:5
0
T3
6
=3
:0
0
T3
8
=3
:1
0
T4
0
=3
:2
0
T4
2
=3
:3
0
T4
4
=3
:4
0
T4
6
=3
:5
0
T4
8
=4
:0
0
T5
0
=4
:1
0
T5
2
=4
:2
0
T5
4
=4
:3
0
P
er
ce
n
tu
al
e
Tempo
Andamento temporale del parametro "frequenza respiratoria" 
rispetto alla media al tempo T0 espressa in percentule
GRUPPO A GRUPPO B
GRUPPO C GRUPPO D
GRUPPO E GRUPPO F
Frequenza Respiratoria T0
0%
50%
100%
150%
200%
250%
300%
T0
=0
:0
0
T2
=0
:1
0
T4
=0
:2
0
T6
=0
:3
0
T8
=0
:4
0
T1
0
=0
:5
0
T1
2
=1
:0
0
T1
4
=1
:1
0
T1
6
=1
:2
0
T1
8
=1
:3
0
T2
0
=1
:4
0
T2
2
=1
:5
0
T2
4
=2
:0
0
T2
6
=2
:1
0
T2
8
=2
:2
0
T3
0
=2
:3
0
T3
2
=2
:4
0
T3
4
=2
:5
0
T3
6
=3
:0
0
T3
8
=3
:1
0
T4
0
=3
:2
0
T4
2
=3
:3
0
T4
4
=3
:4
0
T4
6
=3
:5
0
T4
8
=4
:0
0
T5
0
=4
:1
0
T5
2
=4
:2
0
T5
4
=4
:3
0
P
er
ce
n
tu
al
e
Tempo
Andamento temporale del parametro "frequenza respiratoria" 
rispetto alla frequenza basale espressa in percentule
GRUPPO A GRUPPO B
GRUPPO C GRUPPO D
GRUPPO E GRUPPO F
Frequenza Respiratoria Basale
 STUDIO CLINICO 
79   
 
diminuzione graduale, fino al ritorno della frequenza respiratoria iniziale intorno a 1 ora 
e 20 minuti dalla somministrazione del farmaco. 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha determinato un’importante 
aumento della frequenza respiratoria nei primi 15 minuti (più dell’80 % rispetto a T0), 
successivamente la frequenza è diminuita e tornando simile alla frequenza respiratoria 
iniziale intorno a 1 ora e 20 minuti, risultando più regolare rispetto al protocollo A. 
Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) non ha determinato una alterazione evidente della 
frequenza respiratoria rispetto a T0 che è risultata lievemente aumentata nei primi 10 
minuti (circa del 30 % rispetto al T0). 
Il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) ha determinato un evidente aumento della 
frequenza respiratoria per i primi 15 minuti (circa il 70 % rispetto al T0), gradualmente la 
frequenza è tornata simile a quella iniziale intorno a 45/55 minuti dalla somministrazione 
del farmaco. 
Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha determinato un aumento 
graduale e costante della frequenza respiratoria, raggiungendo un picco massimo intorno 
a 1 ora e 10 minuti (circa il 60 % rispetto a T0), successivamente è diminuita ma è rimasta 
lievemente aumentata rispetto a quella iniziale fino a circa 4 ore 10 minuti dalla 
somministrazione dei farmaci.  
La media delle frequenze respiratorie iniziali registrata al tempo T0 è risultata maggiore 
del 50 % rispetto alla frequenza respiratoria basale calcolata, questo perché i soggetti 
erano agitati durante la visita effettuata al tempo T0 e questo evidenzia come tutti 
protocolli hanno indotto un aumento della frequenza importante rispetto alla frequenza 
basale: il protocollo B del 290 %, il protocollo D del 260 % nei primi 15/20 minuti, il 
protocollo A di circa 240 %, il protocollo C di circa 150 % nei primi 10 minuti e il protocollo 
E del 270 % a 75 minuti dalla somministrazione dei farmaci.  
Il protocollo F (midazolam 2 mg/kg) ha determinato un lieve aumento della frequenza 
respiratoria nei primi 10 minuti (più del 30% rispetto a T0) e successivamente una 
diminuzione irregolare, fino al ritorno della frequenza respiratoria iniziale intorno a 2 ore 
e 35 minuti dalla somministrazione del farmaco. 
 
 STUDIO CLINICO 
80   
 
5.4.4.2 Frequenza cardiaca 
 
Figura 5.15 Andamento temporale del parametro “frequenza cardiaca” espresso in BPM rispetto T0 e alla 
frequenza cardiaca basale 
Figura 5.16 Andamento temporale del parametro “frequenza cardiaca “espresso in percentuale rispetto T0  
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Figura 5.17 Andamento temporale del parametro “frequenza cardiaca” espresso in percentuale rispetto alla 
frequenza cardiaca basale 
La media delle frequenze cardiache registrata al tempo T0 è risultata maggiore del 100 % 
circa rispetto della frequenza basale calcolata (la frequenza cardiaca basale calcolata è 
pari a 154 BPM, mentre la media al tempo T0 è pari a 323 BPM), questo perché i soggetti 
risultavano agitati durante la visita effettuata al tempo. 
Il protocollo A (midazolam 1 mg/kg) ha determinato una graduale diminuzione della 
frequenza cardiaca, la massima diminuzione è stata raggiunta intorno a 1 ora e 20/30 
minuti (circa del 30 % in meno rispetto a T0) ed è rimasta più bassa anche 
successivamente. 
Il protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) ha indotto una diminuzione 
importante della frequenza cardiaca nei primi 10 minuti e tale frequenza è rimasta 
costante per circa 1 ora e 20 minuti (intorno al 40 % in meno rispetto alla frequenza 
registrata in T0), successivamente è tornata gradualmente verso la frequenza iniziale pur 
rimanendo inferiore. 
Il protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) non ha modificato la frequenza cardiaca. 
Il protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) ha causato un aumento della frequenza cardiaca nei 
primi 5 minuti (intorno al 30 % in più rispetto a T0), ma nell’arco di 10/20 minuti dalla 
iniezione la frequenza è tornata simile a quella iniziale. 
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Il protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) ha determinato una graduale 
diminuzione delle frequenza cardiaca fino a raggiungere una frequenza più bassa di un 
quarto rispetto a quella iniziale (circa del 50 % rispetto a T0), da circa 50 minuti in poi, ed 
è rimasta costantemente più bassa rispetto quella iniziale. 
Il protocollo F (midazolam 2 mg/Kg) ha determinato una diminuzione del 40 % rispetto 
alla frequenza cardiaca registrata al tempo T0 per circa 3 ore e 25 minuti. 
 
5.4.5 Effetti collaterali evidenziati  
Gli effetti collaterali evidenziati durante lo studio non sono classificabili come alterazioni 
gravi delle funzioni vitali tali da mettere a rischio la vita stessa dei soggetti in esame, ma 
sono effetti secondari minori consequenziali all’effetto dei farmaci stessi. 
In tutti i soggetti sottoposti al protocollo A (midazolam 1 mg/kg) gli effetti collaterali 
maggiormente manifestati sono stati i tremori diffusi, tremori della testa e delle ali (a 
partire mediamente dai 40 minuti dopo la somministrazione del farmaco), il 50 % dei 
soggetti hanno presentato agitazione a 5, 15 e 45 minuti dalla somministrazione del 
farmaco. 
Nei soggetti sottoposti al protocollo B (midazolam 1 mg/kg e sufentanil 20 µg/kg) gli effetti 
collaterali maggiormente manifestati sono stati tremori della testa nei primi 5 minuti dalla 
somministrazione dei farmaci (il 66,6% dei soggetti) e scialorrea (il 66,6% dei soggetti) nei 
primi 10 minuti dalla somministrazione dei farmaci, solo il 33,3 % dei soggetti hanno 
manifestato reattività aumentata alle manipolazioni su petto e ali e vocalizzazioni (a 15 
minuti e ad 1 ora e 15 minuti dall’iniezione). 
Nei soggetti sottoposti al protocollo C (sufentanil 20 µg/kg) gli effetti collaterali 
maggiormente manifestati sono stati l’aumento della reattività agli stimoli uditivi (il 50 % 
dei soggetti) e midriasi per i primi 5 minuti (il 50 % dei soggetti), mentre si sono 
manifestate disforia ed euforia (il 33,3 % dei soggetti) e soltanto 1 soggetto ha 
manifestato vocalizzazioni e scialorrea, ma a differenza di tutti gli altri gruppi la sedazione 
non è avvenuta in nessun soggetto. 
Nei soggetti sottoposti al protocollo D (sufentanil 100 µg/kg) gli effetti collaterali 
maggiormente manifestati sono stati agitazione, sbattimento delle ali e reattività 
aumentata alle manipolazioni (ovvero 83,3 % dei soggetti) per i primi 5-15 minuti, 
scialorrea (il 50 % dei soggetti) per i primi 10-20 minuti, respiro a bocca aperta (il 50 % dei 
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soggetti) tra 10 e 20 minuti dalla somministrazione del farmaco, e solo 1 soggetto 
presentava occhi sbarrati per i primi 5 minuti. 
Passati i primi minuti di agitazione, la sedazione è stata comunque mantenuta per circa 1 
ora, nonostante gli altri effetti collaterali. 
In tutti i soggetti sottoposti al protocollo E (midazolam 2 mg/kg e sufentanil 100 µg/kg) gli 
effetti collaterali maggiormente manifestati dopo la somministrazione dei farmaci sono 
stati tremori diffusi, tremori della testa e delle ali fino a 125-200 minuti, e scialorrea fino 
a 50-105 minuti , che si è manifestata in maniera abbondante per i primi 5-20 minuti (il 
33,3 % dei soggetti), mentre il 33,3 % dei soggetti hanno presentato miosi (primi 5 minuti) 
e 1 soggetto soltanto ha presentato lacrimazione, occhio sbarrato e chiusura rapida e 
costante della terza palpebra (per i primi 5 minuti), ma tali effetti non hanno determinato 
il risveglio dei soggetti stessi che continuavano a rimanere sedati nonostante le 
manifestazioni evidenziate. 
Nel 66% dei soggetti sottoposti al protocollo F (midazolam 2 mg/kg) gli effetti collaterali 
maggiormente manifestati sono stati i tremori della testa (a partire dai primi 5-10 minuti 
dalla somministrazione dei farmaci fino a mediamente 120 minuti dopo la 
somministrazione del farmaco). 
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5.5 DISCUSSIONE E CONCLUSIONI 
Questo studio ha permesso di evidenziare gli effetti del midazolam e del sufentanil sui 
volatili a vari dosaggi e nelle loro combinazioni. 
Per quanto riguarda la frequenza respiratoria e cardiaca, tale studio ha permesso di 
valutare le alterazioni reali del farmaco rispetto allo stato basale dei soggetti (calcolate 
secondo le formule espresse precedentemente [120]), in più ha permesso di evidenziare 
i cambiamenti comportamentali dei soggetti in seguito ad una premedicazione per via IM. 
Tutti i tipi di protocollo hanno determinato un aumento della frequenza respiratoria 
rispetto alla frequenza basale e alla frequenza registrata al tempo T0. 
Rispetto gli altri protocolli il midazolam (a 2 mg/kg) ha determinato un lieve aumento della 
frequenza respiratoria nei primi 10 minuti e successivamente una diminuzione irregolare, 
al dosaggio più basso, invece (1 mg/kg) ha mantenuto la frequenza respiratoria vicino alla 
frequenza di T0 ma sempre leggermente superiore. Il sufentanil (a 100 µg/kg) e la 
combinazione di midazolam (1mg/kg) e sufentanil (20 µg/kg) hanno determinato un 
aumento della frequenza maggiore rispetto agli altri protocolli, con un picco massimo nei 
primi 15 minuti (circa dell’80% per midazolam (1mg/kg) e sufentanil (20 µg/kg) e di circa 
il 70% per sufentanil (a 100 µg/kg) rispetto al tempo T0). 
A circa 1 ora dalla somministrazione dei farmaci, il midazolam (1 mg/kg e 2 mg/kg) e la 
combinazione midazolam (1mg/kg) e sufentanil (20 µg/kg) hanno diminuito lievemente la 
frequenza respiratoria rispetto a T0. 
Il midazolam (2 mg/kg) e sufentanil (100 µg/kg) hanno determinato una frequenza 
respiratoria più elevata rispetto al tempo iniziale ma costante, che è aumentata 
gradualmente (picco massimo a 75 minuti, del 70 % rispetto a T0). 
Come riportato anche negli animali da compagnia la somministrazione di sufentanil (solo 
e in combinazione con midazolam) ha provocato aumento della frequenza respiratoria. 
Nei mammiferi questo effetto è secondario alla diminuzione della capacità funzionale 
residua che si verifica in conseguenza dell’effetto di miorilassamento dei muscoli 
intercostali (torace di legno); la polipnea che si ha è quindi compensatoria e necessaria 
per mantenere un adeguato volume minuto.  
Nei volatili la polipnea compensatoria viene determinata da un aumento dell’attività 
meccanica di tutti gli apparati toracici e addominali coinvolti nella respirazione, in quanto 
mancano di diaframma e la struttura polmonare è immobile.  
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Poiché nel presente studio non è stata effettuata una valutazione della spirometria né una 
valutazione degli scambi gassosi ematici (mediante emogasanalisi arterioso) non è 
possibile indicare con certezza la causa dell’aumento della frequenza respiratoria che è 
stata registrata dopo la premedicazione. Ulteriori studi sono quindi auspicabili per 
verificare i reali effetti sulla respirazione di tali farmaci nella specie aviaria.  
Mentre il sufentanil (20 µg/kg) non ha alterato in modo evidente la frequenza cardiaca 
rispetto a T0, il sufentanil (100 µg/kg) ha determinato un aumento del 25 % circa della 
frequenza cardiaca rispetto al tempo T0 nei primi 10 minuti. 
Il midazolam (1mg/kg) ha determinato una diminuzione della frequenza cardiaca rispetto 
a T0 (picco massimo fino al 40%) in maniera non graduale e incostante, ma associato con 
sufentanil (20 µg/kg) ha determinato una diminuzione della frequenza cardiaca nei primi 
15 minuti di circa il 45 % che ha raggiunto livelli simili alla frequenza basale, 
successivamente la frequenza si stabilizzava a livelli più alti rispetto quella basale. Il 
midazolam (2 mg/kg) ha determinato una diminuzione della frequenza cardiaca del 40 % 
rispetto al tempo T0, riduzione che si è mantenuta per tutta la durata della sedazione; in 
associazione con il sufentanil (100 µg/kg) ha determinato una diminuzione graduale e 
costante della frequenza cardiaca rispetto al T0 (fino al 50 % rispetto alla frequenza iniziale 
al tempo T0) raggiungendo livelli intermedi tra gli effetti del midazolam (2mg/kg) e la 
combinazione midazolam (1 mg/kg) e sufentanil (20 µg/kg). 
Riassumendo il sufentanil da solo ha provocato un aumento della frequenza cardiaca, il 
midazolam alla dose maggiore da solo e in combinazione ha provocato una diminuzione 
marcata della frequenza cardiaca, mentre alla dose minore ha provocato una diminuzione 
lieve della FC.  
Il meccanismo per cui, in seguito alla somministrazione di oppioidi, si può avere aumento 
della FC è relativo ad una fase compensatoria per diminuzione improvvisa della pressione 
arteriosa. Nello studio da noi effettuato l’aumento della FC è stato probabilmente 
secondario ad una fase eccitatoria e disforica. Infatti i soggetti dei gruppi con solo 
sufentanil sono quelli che non hanno dimostrato sedazione e hanno avuto i maggiori 
effetti collaterali (aumento risposta stimoli uditivi, disforia, agitazione e sbattimento ali, 
reattività aumentata alle manipolazioni). 
La massima sedazione è stata ottenuta con l’associazione midazolam (2 mg/kg) e 
sufentanil (100 µg/kg) in quanto i soggetti presentavano disinteresse per l’ambiente 
esterno e rimanevano in decubito sternale per circa 90 minuti. 
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Mentre il midazolam (1 mg/kg) ha determinato una sedazione incostante (i soggetti si 
posizionavano in decubito e in stazione bipodale in periodi alterni), l’aggiunta di sufentanil 
(20 µg/kg) ha determinato una sedazione maggiore e costante (il decubito sternale veniva 
mantenuto per più tempo), con una durata sovrapponibile all’utilizzo del singolo 
midazolam. 
La sedazione risultava lieve con l’utilizzo del sufentanil (100 µg/kg) e nulla con il sufentanil 
(20 µg/kg), con anche risposte eccitatorie di tipo euforico/disforico, in entrambi i 
protocolli i soggetti non si posizionavano mai in decubito sternale.  
L’aggressività è stata ridotta al minimo con midazolam (2 mg/kg) e sufentanil (100 µg/kg) 
per circa 140 minuti, mentre il midazolam (1 mg/kg), singolarmente e associato al 
sufentanil (20 µg/kg), ha ridotto l’aggressività presentando effetti sovrapponibili per circa 
80 minuti. 
Il sufentanil singolarmente (sia a 20 µg/kg che a 100 µg/kg) non ha determinato una 
diminuzione dell’aggressività, in realtà ha determinato anche un aumento dell’eccitabilità 
dei soggetti. 
Il tono mandibolare non veniva alterato dal sufentanil singolarmente (sia a 20 µg/kg che 
a 100 µg/kg). 
Il midazolam (1 mg/kg) non ha garantito una diminuzione costante del tono mandibolare 
(massimo effetto nei primi 10 minuti), mentre in associazione con il sufentanil 20 µg/kg 
determinava una riduzione del tono mandibolare per circa 60 minuti dalla 
somministrazione dei farmaci. 
Il midazolam (2 mg/kg) e sufentanil (100 µg/kg) hanno garantito un annullamento del tono 
mandibolare per circa 90 minuti, poi gradualmente tornava ad essere presente. 
Il riflesso di retrazione e il riflesso di ribaltamento si riducevano grazie alla combinazione 
di midazolam (2 mg/kg) e sufentanil (100 µg/kg) per circa 60 minuti, gradualmente 
tornavano presenti. 
Il riflesso di retrazione veniva lievemente diminuito dal midazolam (1 mg/kg), mentre 
quello di ribaltamento non veniva alterato. 
La combinazione midazolam (1 mg/kg) e sufentanil (20 µg/kg) ha determinato una 
riduzione lieve del riflesso retrazione e del riflesso di ribaltamento per circa 40 minuti.  
Tali riflessi non venivano alterati dal sufentanil (sia al dosaggio di 20 µg/kg che di 100 
µg/kg). 
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Per quanto riguarda gli stimoli uditivi il sufentanil (sia a 20 µg/kg che a 100 µg/kg) non ha 
diminuito la risposta, ma il midazolam (1 mg/kg) utilizzato singolarmente e in unione con 
sufentanil (20 µg/kg) ha determinato effetti sovrapponibili per la durata, ma midazolam 
(1 mg/kg) e sufentanil (20 µg/kg) hanno indotto una minore risposta agli stimoli uditivi nei 
primi 20 minuti, mentre il midazolam (2 mg/kg) e sufentanil (100 µg/kg) hanno 
determinato un effetto minore ma più duraturo nel tempo. 
In conclusione il presente studio ha dimostrato che l’utilizzo della combinazione di 
midazolam (2 mg/kg) e sufentanil (100 µg/kg) è in grado di determinare un’ottima 
sedazione ottenendo minimi effetti collaterali per i gabbiani reali che può essere utilizzata 
per procedure diagnostiche di lunga durata. L’impiego di solo midazolam alla dose di 2 
mg/kg è in grado di fornire una sedazione solida che può essere impiegata per procedure 
diagnostiche o cliniche di durata più breve. La possibilità di antagonizzare entrambi i 
farmaci impiegati nel presente studio riveste una notevole importanza in quanto il clinico 
ha la possibilità di spiazzare i farmaci qualora sia necessario.  
L’utilizzo delle suddette associazioni potrebbe essere interessante come premedicazione 
prima di un’anestesia chirurgica per il potenziale effetto sparing sui farmaci dell’induzione 
e del mantenimento.  
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